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Resumen 
El deterioro de los suelos agrícolas, representado principalmente en la erosión, pérdida 
de fertilidad y contaminación con diferente tipo de sustancias, ha generado una 
disminución en la productividad y sostenibilidad de muchos agroecosistemas a largo 
plazo. Este fenómeno ha despertado en los últimos 15 años, una preocupación e interés 
creciente por evaluar el impacto de las prácticas agrícolas sobre las comunidades 
microbianas edáficas en relación con la función ecológica del suelo en agroecosistemas 
específicos. Estudios llevados a cabo con este fin, han demostrado que la actividad, 
diversidad y estructura de las comunidades microbianas son afectadas por diferentes 
prácticas de manejo y uso del suelo  (Kennedy, 1999; Shannon et al., 2002; Nannipieri, 
et al., 2003; Garbeva et al., 2004; Bossio et al. 2005; Zheng et al., 2007) y han  discutido 
la importancia de utilizar la información de la estructura y diversidad genética y/o 
funcional de las comunidades microbianas de agroecosistemas específicos, como 
indicadores de la calidad y el funcionamiento de los suelos y de la productividad y 
sostenibilidad de dichos agroecosistemas en el tiempo. (Nielsen and Winding, 2002; 
Nannipieri et al., 2003; Garbeva et al., 2004; Bossio et al., 2005).  
 
En Colombia, el cultivo intensivo de arroz, el tercero más importante en términos de área 
sembrada (Espinal et al., 2005), ha conducido a un deterioro progresivo de los suelos, 
que se ve reflejado en la reducción en los niveles de producción (Fedearroz, 2000).  El 
presente trabajo comparó la estructura y diversidad de las comunidades de bacterias y 
hongos, mediante la técnica de electroforesis en gel con gradiente denaturante (DGGE), 
de suelos rizosféricos de 16 fincas de cuatro regiones arroceras del Tolima y Meta, las 
cuales abarcan alrededor del 70% de la producción arrocera del país y presentan 
condiciones contrastantes desde el punto de vista de fertilidad, características 
fisicoquímicas del suelo y sistemas de siembra del cultivo. Mediante análisis de cluster y 
análisis de componentes principales (ACP), se identificaron las variables, fisicoquímicas 
y/o de manejo, que influyeron en la estructura y diversidad de las comunidades, lo que 
permitió concluir que en estos sistemas productivos la comunidad bacteriana edáfica es 
modelada en primer lugar por las propiedades fisicoquímicas del suelo y en segundo 
lugar por el sistema de siembra del cultivo, lo cual sugiere la importancia de considerar 
las características físico-químicas del suelo en la aplicación de enmiendas de origen 
biológico que busquen mejorar la fertilización de los cultivos de arroz. 
 
Palabras clave: DGGE, diversidad microbiana, estructura comunidad bacteriana, 
estructura comunidad de hongos, cultivo de arroz comercial  
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Abstract 
The deterioration of agricultural soils, mainly represented by the erosion, loss of fertility 
and contamination with different types of substances, has resulted in decreased 
productivity and sustainability of many long-term agroecosystems. This phenomenon has 
increased the interest to assess the impact of agricultural practices on soil microbial 
communities in relation to soil ecological function in specific agroecosystems. Studies 
carried out for this purpose, have shown that the activity, diversity and structure of 
microbial communities are affected by different management practices and land use 
(Kennedy, 1999, Shannon, et al. 2002; Nannipieri et al., 2003; Garbeva et al., 2004; 
Bossio et al., 2005; Zheng et al., 2007).  
In Colombia, the intensive cultivation of rice, the third largest crop in terms of area planted 
(Espinal et al., 2005), has led to a progressive deterioration of the soil, which is reflected 
in the reduction in rice production levels (Fedearroz, 2000) . This study compared the 
structure and diversity of rizhospheric bacterial and fungal communities, using the 
technique of denaturing gradient gel electrophoresis (DGGE), of 16 rice crops farms, 
which cover about 70% of the country's rice production and have contrasting conditions 
from the point of view of fertility, physical-chemical characteristics and the irrigated and 
upland rice production system. The cluster analysis and principal component analysis 
(PCA) showed that the structure and diversity of rizhospheric bacterial communities were 
influencing by the physicochemical properties the soils and rice production system. This 
suggests the importance of take in the consideration the physical-chemical soil properties 
in the application of biological amendments to improve the fertilization of rice crops. 
 
Keywords: DGGE, microbial diversity, bacterial community structure, fungal community 
structure, commercial rice crop 
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 Introducción 
El suelo como sistema biológico y componente de los ecosistemas terrestres, cumple un 
papel fundamental en el sostenimiento de la vida en la biosfera.  Sin embargo, a pesar de 
su importancia, un gran porcentaje de los suelos sufren actualmente y a escala mundial 
algún tipo de degradación. A nivel general, la alteración de los ciclos hidrológicos, la 
emisión de gases de invernadero a la atmósfera y la contaminación de fuentes de agua  
que ponen en riesgo la salud animal y/o humana, son problemas ecológicos 
estrechamente asociados con el deterioro progresivo de los suelos (Nielsen and Winding, 
2002; Winding et al., 2005). 
 
Específicamente en los agroecosistemas, la degradación de los suelos resultado de la 
implementación de prácticas de manejo inadecuadas bajo la sombrilla de la revolución 
verde, como la aplicación indiscriminada de agroquímicos y la labranza mecánica, entre 
otras, está representada principalmente en la pérdida de fertilidad, la contaminación con 
diferente tipo de sustancias y la alteración de las propiedades fisicoquímicas, que 
conducen a una disminución en la productividad de los cultivos y hace inviable su 
sostenibilidad a largo plazo. 
  
Atendiendo a estas inquietudes, en las dos últimas décadas muchos investigadores han 
centrado su atención, en tratar de responder como diferentes prácticas de manejo 
agrícola afectan las propiedades microbiológicas del suelo y el papel que cumple la 
diversidad y la estructura de las comunidades microbianas en el funcionamiento, 
productividad y sostenibilidad de agroecosistemas específicos. (Nielsen and Winding, 
2002; Singh et. al., 2006; Zheng et. al., 2007, Ros et al., 2008). Como resultado de este 
esfuerzo, un número significativo de trabajos experimentales han mostrado que la 
actividad, diversidad y estructura de las comunidades microbianas son afectadas por 
diferentes prácticas de manejo y uso del suelo (Kennedy, 1999; Shannon et al., 2002; 
Nannipieri et al., 2003; Garbeva et al., 2004; Bossio et al. 2005; Zheng et. al. 2007), y se 
ha discutido la pertinencia de utilizar la información relacionada con la estructura y 
diversidad genética y/o funcional de las comunidades microbianas como indicadores, que 
luego de análisis adecuados, pueden aportar información sobre la calidad y el 
funcionamiento de suelos en sistemas agrícolas específicos. (Nielsen and Winding, 2002; 
Buckley and Schmidt, 2003; Nannipieri et. al., 2003; Bossio et al., 2005; Nogueira et al., 
2006).  
 
En Colombia, en los últimos 30 años, el cultivo intensivo de arroz, el más importante de 
ciclo corto y el tercero en términos de área sembrada con alrededor de 460.000 Ha.año-1, 
ha conducido a un deterioro progresivo de los suelos, debido a la implementación de 
prácticas como la labranza intensiva que ha llevado a problemas de sellamiento, 
compactación y erosión y al sistema de producción por inundación, que ha generado 
reducciones significativas de la capa arable del suelo y el contenido de materia orgánica 
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en la mayoría de los suelos productores del país, lo que ha originado a su vez una 
reducción significativa en los niveles de producción (Fedearroz 2000), que ha tenido un 
impacto negativo en la calidad de vida de muchos de los pequeños productores que 
viven del cultivo (Quintero et al., 2004).  
 
Dentro de este marco el presente trabajo tuvo como objetivos. 1. Comparar la estructura 
y diversidad de las comunidades de bacterias y hongos, para dos periodos de muestreo, 
de suelos rizosféricos de 16 fincas o unidades productoras de arroz de cuatro regiones 
arroceras de los departamentos del Tolima y Meta que representan la zona Centro y los 
Llanos Orientales, abarcan alrededor del 70% de la producción arrocera del país y 
presentan condiciones contrastantes desde el punto de vista de la fertilidad, 
características fisicoquímicas del suelo, sistema de siembra de cultivo y grado de 
tecnificación (Fedearroz 2000); 2. Establecer los factores físico-químicos o de manejo 
que afectan  la estructura y diversidad de las comunidades de bacterias y hongos 
rizosféricos en los cultivos de arroz de las cuatro zonas evaluadas y 3. Identificar las 
poblaciones de bacterias y hongos predominantes asociadas a la rizósfera de las 16 
fincas evaluadas. 
 
El análisis de la estructura y diversidad de las comunidades de bacterias y hongos se 
realizó mediante la técnica de huella genética de electroforesis en gel con gradiente 
denaturante, de un marcador filogenético amplificado mediante la reacción en cadena de 
la polimerasa (DGGE-PCR).  Las poblaciones de bacterias y hongos rizosféricos 
predominantes se identificaron mediante elución, reamplificación y secuenciación de 
bandas de interés. Las variables con más influencia sobre la estructura y composición de 
las comunidades de bacterias y hongos se determinaron mediante análisis de cluster y 
análisis de componentes principales (PCA) que integraron los resultados de la 
caracterización fisicoquímica de los suelos aportados por el estudio en el que se enmarca 
el presente trabajo. 
 
Los resultados permitieron responder las hipótesis de trabajo para la comunidad de 
bacterias y concluir que en las unidades productoras evaluadas, esta comunidad es 
afectada principalmente por los factores fisicoquímicos contrastantes del suelo que 
agrupan las fincas por región y en segundo lugar por el sistema de siembra.  En hongos 
por el contrario no se encontró un patrón de asociación concluyente en relación con las 
características físico-químicas y las otras variables analizadas. 
 
La secuenciación de los OTUS predominantes, reveló tanto en hongos como bacterias la 
predominancia de especies no cultivables.  En bacterias se detectaron los filos 
característicos que se encuentran en suelos (Janssen et al., 2006; Elshahed et al., 2008) 
y dos filos que se han reportado como “raros”, es decir en baja frecuencia en suelo 
(Elshahed et al., 2008), así como algunos géneros que de acuerdo a sus particularidades 
ecológicas documentadas se corresponden con características físico-químicas 
específicas de los suelos de origen, lo cual confirma una vez más la primera hipótesis de 
trabajo. En hongos por el contrario los OTUS, a excepción de dos que se identificaron 
como Rhizoctonia zeae, no pudieron asignarse dentro de los filos de hongos conocidos y 
caracterizados a la fecha, lo cual no es acorde con los resultados de las dos 
investigaciones realizadas en China en las que se identificaron las poblaciones de 
hongos predominantes en suelos de campos experimentales cultivados con arroz (Lee et 
al. 2011 y Hussain et al. 2011). 
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Los resultados obtenidos ponen en evidencia la gran diversidad de hongos aun 
inexplorada en nuestros suelos y además la debilidad y vacios de las bases de datos e 
información taxonómica existente de hongos a nivel mundial. También sugieren que el 
suelo ejerce un efecto muy importante en la definición de la estructura de la comunidad 
microbiana en la rizósfera de arroz, por lo que  la aplicación de enmiendas tanto 
inorgánicas como biológicas para la mejora de la fertilización del cultivo de arroz, debe 
tener en consideración las condiciones físico-químicas del suelo para asegurar su 
eficiencia, particularmente de aquellas de origen bacteriano. 
 
 
 
  
 
1.  Objetivos 
1.1 Objetivo general 
 
Comparar la estructura y diversidad de las comunidades de bacterias y hongos 
rizosféricos de cuatro zonas arroceras de los departamentos de Tolima y Meta e 
identificar factores bióticos y abióticos moduladores de la diversidad y estructura de estas 
comunidades. 
 
1.2 Objetivos específicos 
 
1. Comparar la estructura y diversidad de las comunidades de bacterias y hongos 
asociadas a la rizósfera de 16 fincas arroceras contrastantes con respecto al tipo de 
manejo, sistema de siembra y propiedades fisicoquímicas de los suelos. 
 
2. Establecer que variables (fisicoquímicas, ambientales o de manejo agrícola) influyen 
en la estructura y composición de las comunidades de bacterias y hongos rizosféricos 
de las fincas evaluadas. 
 
3. Identificar la filiación taxonómica de las poblaciones predominantes de bacterias y 
hongos de las 16 fincas arroceras evaluadas. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
2.  Preguntas de investigación 
 ¿Cuál es la diversidad de las comunidades de hongos y bacterias rizosféricas en 
cultivos de arroz comerciales tropicales? 
 
 ¿Cómo es la estructura de las comunidades de hongos y bacterias rizosféricas de las 
zonas arroceras evaluadas? y ¿Qué factores la determinan? 
 
 ¿Es posible establecer relaciones entre el tipo de cultivo o el tipo de suelo y la 
diversidad, estructura y composición de las comunidades de bacterias y hongos 
rizosféricos asociadas a cultivos de arroz comercial? 
 
2.1  Hipótesis 
 
H0: Las características fisicoquímicas contrastantes de los suelos de las regiones 
arroceras evaluadas, afectan la estructura y diversidad de sus comunidades rizosféricas 
(bacterias y hongos) asociadas. 
 
H0: El sistema de siembra (inundado o secano) afecta la estructura y diversidad de las 
comunidades de bacterias y hongos rizosféricas en cultivos de arroz comercial. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
  
 
3.  Marco teórico 
3.1 Comunidades microbianas en suelo 
 
El suelo es un componente de los ecosistemas terrestres y un sistema biológico en el 
que se llevan a cabo procesos de vital importancia para el sostenimiento de la vida en la 
biosfera y preservación de la biodiversidad, tales como la producción de biomasa, el 
transporte y la transformación de flujos de sustancias y energía y la regulación de los 
ciclos biogeoquímicos y del agua. (Nielsen and Winding, 2002; Garbeva et al., 2004; 
Winding et. al., 2005).  Todas estas funciones que tienen lugar en el suelo, son posibles 
gracias a su microbiota asociada, responsable de los procesos de descomposición de 
materia orgánica y el ciclaje de nutrientes. (Nielsen and Winding, 2002; Garbeva et al., 
2004, Singh et al., 2006; Zheng et al., 2007; Ros et al., 2008).   
 
Los microorganismos edáficos están involucrados además en muchos procesos que 
promueven la salud de las plantas y la calidad de los suelos principalmente mediante la 
producción de exoenzimas y exudados (Paul and Clark, 1996).   Dentro de los 
mecanismos que operan brindando un efecto benéfico a plantas y suelo se incluyen: 1. 
La promoción de crecimiento vegetal mediante la solubilización de minerales como el 
fósforo que quedan disponibles para las plantas a través de la producción de ácidos 
orgánicos. (Pradhan and Sukla, 2005; Chuang et al., 2007) 2. El efecto antagonista de 
algunos microorganismos contra fitopatógenos, mediante la producción de sideróforos o 
antibióticos que protege a las plantas de enfermedades (Garbeva et al., 2004). 3.  La 
producción de compuestos que inducen resistencia sistémica contra enfermedades en 
plantas. (Kloepper et al., 1999; Zhang et al., 2002; Ryu et al., 2004) 4.  La formación de 
agregados con la producción de exopolisacáridos, que ayudan a mantener la estructura 
del suelo (Garbeva et al., 2004) y 5. La degradación parcial o la mineralización completa 
de compuestos contaminantes recalcitrantes mediante rutas metabólicas complejas que 
son realizadas por especies microbianas individuales o consorcios microbianos (Garbeva 
et al., 2004; Nielsen and Winding, 2002), entre otros. 
 
3.2  El estudio de la diversidad microbiana 
 
Los estudios de diversidad microbiana han abordado la cuantificación de la diversidad 
real o total es decir de todas las especies presentes en una comunidad o la diversidad 
relativa que no requiere estimar el total de las especies presentes en un ecosistema 
(Escalante, 2007). Para cuantificar la diversidad total se utilizan a menudo curvas de 
acumulación de especies por esfuerzo de muestreo, que se obtienen al graficar el 
número de especies o tipos observados con relación al esfuerzo de muestreo (Escalante, 
2007).  Como el número de especies es finito, estas curvas tienen un comportamiento 
asintótico, en el que la asíntota indica el número total de especies presentes en el 
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ecosistema.  En general los estudios de diversidad microbiana fallan en alcanzar la 
asíntota, pero el objetivo de muchos de ellos no es evaluar la diversidad total sino 
comparar la diversidad entre ecosistemas a partir de estimadores estadísticos de 
diversidad relativa. (Escalante, 2007).  
 
La cuantificación de la diversidad relativa microbiana, se rige en principio por los mismos 
conceptos y modelos basados en índices, desarrollados por los ecólogos para el estudio 
de las comunidades de los organismos superiores (plantas y animales) y como tal se 
estima a partir del número de especies (riqueza) y sus abundancias relativas 
(equitatividad) en una comunidad específica. (Escalante, 2007).  Dos comunidades con la 
misma riqueza pero diferentes patrones de distribución, tendrán valores de diversidad 
diferente, siendo mayor la diversidad en la comunidad en la que las especies están 
distribuidas más equitativamente (es decir tienen abundancias similares), y menor en 
aquella en donde las poblaciones están distribuidas de manera menos equitativa (Hedrick 
et al., 2000).   
 
Si bien el estudio de la diversidad microbiana se vale de los modelos utilizados en 
organismos superiores, se enfrenta experimental y conceptualmente a múltiples retos 
como son: 1. El problema de la definición de especie (Roselló-Mora and Amann, 2001; 
Silva y Vinuesa, 2007), 2. La dificultad de recuperar e identificar los microorganismos de 
cada ambiente; 3. Los problemas fundamentales que entraña la estimación estadística de 
la diversidad, con relación al tamaño de muestra necesario para representar la 
comunidad y la elección del estimador estadístico de diversidad adecuado. (Escalante, 
2007)  
 
Para efectos prácticos la diversidad microbiana se define frecuentemente como el 
número y la distribución de secuencias diferentes de un marcador filogenético específico 
o ribotipos, provenientes de una muestra ambiental mientras el término estructura, hace 
referencia a los patrones de distribución de ribotipos previamente identificados. (Garbeva 
et al., 2004).  Usualmente la diversidad relativa microbiana se calcula a partir de 
estimadores no paramétricos como el índice de dominancia de Simpson y el índice de 
Shannon-Weaver (Magurran, 1989), los cuales ponderan de diferente manera las 
especies abundantes con relación a las especies raras. (Escalante, 2007). 
 
3.3 Diversidad microbiana total en suelo 
 
La diversidad microbiana es un concepto que ha cobrado importancia en las dos últimas 
décadas y su cuantificación se constituye  en uno de los mayores desafíos de los 
ecólogos microbianos (Hedrick et al., 2000). Gracias a la aplicación de técnicas 
moleculares basadas en la selección y uso de cronómetros moleculares que permiten 
establecer las relaciones filogenéticas entre microorganismos (Pace et al., 1986; Woese, 
1987; Woese et al., 1990, DeLong and Pace, 2001) y al desarrollo de las técnicas de 
secuenciación, ha sido posible reconocer una diversidad y riqueza microbiana en todos 
los hábitats conocidos, mucho más grande que la de cualquier otro grupo de organismos.  
Específicamente en suelo, la diversidad microbiana es considerada dentro de las más 
altas, pues las aproximaciones tanto teóricas como empíricas han estimado que un 
gramo de suelo puede contener entre 3000-36000 especies diferentes y abundancias de 
hasta 107 (Schloss and Mandelsman, 2006) a 109 células. (Torsvik et al., 1990; Curtis et 
al., 2002; Curtis and Sloan, 2004; Kassen and Rainey, 2004; Tringe et al., 2005). 
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De manera experimental y mediante el empleo de métodos moleculares, Torsvik y 
colaboradores (1990), estimaron que un gramo de suelo contiene alrededor de 4500 
genomas diferentes.  Para ello, calcularon a partir del tiempo de reasociación del DNA 
total extraído de un suelo, el número de genomas presentes en él, con relación a una 
curva estándar que representaba la cinética de reasociación del DNA de un número de 
genomas conocidos, previamente cultivados. De forma teórica Curtis y colaboradores 
(2002), mediante un planteamiento matemático proponen que es posible estimar la 
diversidad procariota, utilizando el área bajo la curva de las abundancias de las especies 
identificadas en un ambiente específico. Igualmente afirman que existe una relación entre 
la diversidad de procariotas y la proporción de la abundancia del grupo más 
predominante en una comunidad.  Utilizando este criterio estimaron que un gramo de 
suelo contiene entre 6400 a 38000 especies de bacterias diferentes. 
 
Mediante otra estrategia Tingre y colaboradores 2005, evaluaron la diversidad microbiana 
total de suelos agrícolas de Minnesota, secuenciando un total de 1700 clones de dos 
librerías independientes de secuencias de rRNA 16S bacterial.  La asignación 
taxonómica reveló 847 ribotipos diferentes pertenecientes a más de una docena de filos.  
Una curva de rarefacción construida de esos datos falló en alcanzar la saturación, pero 
mediante la utilización de estimadores de cobertura tales como Chao1 predijeron que el 
número total de ribotipos de bacterias en esta muestra estaba por encima de los 3000, 
demostrando igualmente la alta diversidad microbiana en suelo. 
 
Otra aproximación para evaluar la diversidad microbiana total en muestras ambientales, 
la han proporcionado los estudios metagenómicos, gracias al desarrollo de las técnicas 
de secuenciación masiva y programas de análisis que han hecho posible la adquisición y 
comparación de un gran número de secuencias  (Schemeisser et al., 2007; Richter et al., 
2008; Sleator et al., 2008; Simon and Daniel, 2009). Los estudios realizados a la fecha, 
han producido millones de secuencias de genes ambientales y un cuerpo significativo de 
datos que han confirmado también la enorme diversidad microbiana en diferentes 
ecosistemas, incluido el suelo. (Venter et al., 2004; Sleator et al., 2008; Simon and 
Daniel, 2009).  
 
Por otro lado, aunque el análisis filogenético en la asignación taxonómica de la mayor 
parte de las especies microbianas, se han basado en el análisis de la secuencia del gen 
rRNA 16S o 18S (Woese et al., 1990; DeLong and Pace, 2001), se plantea que la 
secuenciación directa y al azar de DNA de muestras ambientales puede ser una mejor 
aproximación para evaluar la composición taxonómica, porque evita el sesgo introducido 
por la amplificación de marcadores filogenéticos y la clonación (Simon and Daniel, 2009). 
El proyecto metagenómico del mar de Sargasso de Venter, que incluye 1.66 millones de 
secuencias y comprende 1.45 billones de pares de bases secuenciadas, evaluó la 
composición taxonómica del ecosistema, mediante el análisis del gen 16s rRNA y el 
empleo de marcadores filogenéticos alternativos, tales como RecA/RadA, proteínas del 
shock térmico Hsp70 y los factores de elongación Tu y G, siendo la asignación de grupos 
filogenéticos consistente entre marcadores. (Venter et al., 2004).  Así mismo Manichanh 
2008, demostró que pueden hacerse estimaciones confiables de la diversidad microbiana 
a partir del análisis de datos derivados de secuenciación shotgun. 
 
Por otra parte Schloss y Handelsman (2005) desarrollaron el programa bioinformático 
DOTUR, mejorado en el programa bioinformático MOTHUR (Schloss et al., 2009) para 
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asignar a las secuencias del gen ribosomal 16S obtenidas en trabajos metagenómicos y 
de librerías de clones, las unidades taxonómicas operativas (OTUS) correspondientes y 
mediante el desarrollo de análisis estadísticos, calcular la riqueza total y diversidad 
bacterianas, de ambientes naturales en los que se estudia por medio de la 
secuenciación, la diversidad microbiana.  Para estos investigadores un OTU es un 
conjunto de secuencias que son divergentes en máximo un 3%.  Schloss y Handelsman 
estimaron con la construcción de librerías de clones del gen ribosomal 16S de suelos de 
Alaska y Minnesota y mediante las aproximaciones estadísticas desarrolladas, una 
riqueza de 5000 y 2000 OTUS respectivamente en 0.5 g de cada uno de estos suelos 
(Schloss and Handelsman, 2006). 
  
El reconocimiento de la alta diversidad microbiana, mediante estas aproximaciones 
experimentales, fue sorprendente para muchos ecólogos y genetistas de poblaciones que 
se preguntaron cómo podía mantenerse la alta diversidad en los ecosistemas naturales, 
a la luz de los postulados de la selección natural que establecen que sólo se mantiene lo 
mejor adaptado para condiciones ambientales específicas.  Varios investigadores, han 
abordado la pregunta y propuesto explicaciones para la alta diversidad microbiana, 
mediante el desarrollo de experimentos, dentro del contexto de una red ecológica y 
evolutiva. (Kassen and Rainey, 2004).  Trabajos de evolución experimental han mostrado 
que las bacterias tienen altas tasas de variabilidad genética y a partir de un solo clon 
original se obtienen tres cepas ecológica y genéticamente distintas en el transcurso de 
800 generaciones. (Escalante, 2007). La variabilidad comienza con mutaciones 
espontaneas u otros cambios a nivel del genoma (como eventos de duplicación o 
delecciones) que producen modificaciones en el genotipo que se mantienen o se pierden 
por selección natural.  (Kent and Triplett, 2002) 
 
Experimentalmente se ha encontrado igualmente que en condiciones óptimas de 
crecimiento, las tasas de variabilidad genética son mayores que las tasas de extinción, lo 
que permite una rápida adaptación y partición del nicho que desemboca en una 
diferenciación genética entre poblaciones en la que se rompe el flujo génico.  
Rápidamente las poblaciones diferenciadas se establecen por mecanismos específicos 
de adaptación o fitness, es decir por la habilidad de sobrevivir y dispersarse con relación 
a otros tipos, bajo condiciones ambientales específicas.  (Escalante, 2007; Kassen and 
Rainey, 2004). 
 
Distintos estudios han señalado la importancia de la estructura ambiental en estos 
procesos de diferenciación genética, fundamental para asegurar una alta diversidad.  
Cada ambiente tiene un número determinado de nichos para soportar los diferentes 
linajes, los cuales pueden variar en espacio y tiempo.  El suelo como hábitat para la 
microbiota, es un ambiente altamente heterogéneo, en el que los diferentes componentes 
de su fracción solida, arcillas, limos, arenas y materia orgánica, proporcionan miles de 
micro hábitats diferentes que ofrecen condiciones nutricionales y factores abióticos 
variables en espacio y tiempo. (Garbeva et al., 2004).  Cada micro hábitat será entonces 
ocupado por los microorganismos capaces de colonizarlo y establecerse (Garbeva et al., 
2004). Finalmente la combinación de la especialización ecológica promovida por 
procesos evolutivos, evita la exclusión competitiva y permite la coexistencia de diferentes 
organismos.  (Escalante, 2007). De esta forma la heterogeneidad espacial mantiene la 
diversidad que de otra manera podría perderse. Rainey y Travisano (1998), comprobaron 
experimentalmente la emergencia de la diversidad en ambientes espacialmente 
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heterogéneos, utilizando en sus ensayos microcosmos de suelo con agitación y sin 
agitación. En los microcosmos sin agitación se mantuvo un alto grado de diversidad, pero 
luego cuando los microcosmos se sometieron a agitación, la heterogeneidad se redujo y 
la diversidad se perdió rápidamente. 
 
Otro mecanismo promotor de la diversidad en suelo, está relacionado con la condición 
altamente compleja del mismo, que facilita el establecimiento permanente de diversas 
interacciones entre los microorganismos, en pequeñas escalas espaciales que favorecen 
el surgimiento de nuevos nichos.  Por ejemplo un microorganismo adquiere una nueva 
capacidad para degradar un compuesto y en este proceso se producen nuevos productos 
que pueden crear nuevos nichos para otros con la capacidad de utilizar los subproductos 
(Kent and Triplett, 2002). Por otra parte la heterogeneidad temporal dada por 
perturbaciones intermitentes como escasez de alimento, sequía, o actividad humana, 
crean condiciones ambientales variables en el tiempo que permiten igualmente el 
establecimiento de nuevas especies. (Kent and Triplett, 2002; Torsvik et. al., 2002). 
 
3.4  Métodos de estudio de la diversidad microbiana en 
suelo 
 
La descripción y caracterización de la diversidad microbiana edáfica a nivel genético y 
funcional, se ha basado en el empleo de técnicas dependientes e independientes de 
cultivo. 
 
3.4.1 Métodos dependientes de cultivo.  Tradicionalmente los métodos 
utilizados en el estudio de la diversidad microbiana en suelo han consistido en el 
aislamiento y el cultivo de microorganismos, en medios con composición variable de 
nutrientes, elaborados con el fin de recuperar el mayor número de grupos microbianos 
posible.  Sin embargo, estos métodos han resultado inadecuados para describir la 
diversidad microbiana por varias razones.  En primer lugar el cultivo tiende a favorece a 
los microorganismos con mayores tasas de crecimiento, lo que dificulta la recuperación 
de microorganismos que tienen tasas de crecimiento bajas  (Garbeva et al., 2004).  Por 
otro lado no ha sido posible reproducir en el laboratorio los requerimientos nutricionales y 
ambientales de la gran mayoría de las bacterias y hongos del suelo. Distintos autores 
afirman que los microorganismos cultivados y estudiados representan únicamente el 1% 
de la población total presente en suelo. (Staley and Konopka, 1985; Nannipieri et al., 
2003; Nocker et al., 2007). 
 
3.4.2  Métodos independientes de cultivo.  Como su nombre lo indica, 
estos métodos no requieren del cultivo de microorganismos e incluyen técnicas de 
análisis directo y técnicas dependientes de PCR. 
 
3.4.2.1 Técnicas de análisis directo.  Algunas técnicas de análisis directo se valen 
de técnicas moleculares como la cinética de reasociación DNA:DNA, los microarreglos, 
los análisis metagenómicos y la hibridación fluorescente in situ (FISH).  La cinética de 
reasociación DNA:DNA (Torsvik et al., 1990), consiste en la desnaturalización del DNA 
total por calor y la posterior lectura de la cinética de reasociación con un 
espectrofotómetro que mide las diferencias en los picos de absorbancia del DNA de 
doble cadena y cadena sencilla. La curva final que se expresa mediante una fórmula 
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matemática, da información sobre la complejidad de la comunidad en términos del 
número de genomas diferentes presentes en la mezcla evaluada. Sin embargo, esta 
técnica es costosa y demorada (Hedrick et al., 2000).  El FISH, se usa para evaluar la 
distribución y función de microorganismos in situ, utilizando sondas de hibridización 
complementarias a la región del gen rRNA 16S que permiten la determinación y 
cuantificación de grupos específicos de microorganismos, a través de recuentos con 
microscopia de fluorescencia (Kent and Tripplett, 2002). 
 
Los perfiles de ácidos grasos metil ester (FAME) y análisis de ácidos grasos de 
fosfolípidos (PFLA), son técnicas directas que no se valen de las técnicas moleculares y 
examinan mediante cromatografía de gases, la composición de lípidos de la membrana 
celular (ácidos grasos metil ester y fosfolípidos respectivamente), de todos los 
microorganismos de una comunidad.  Como existen lípidos exclusivos como 
componentes de las membranas para los diferentes grupos, estas técnicas son utilizadas 
frecuentemente para estimar la diversidad relativa microbiana.  (Escalante, 2007; Kent 
and Triplett, 2002; Drenovsky et al., 2004). Así como también para calcular la biomasa de 
bacterias y hongos (Frostegård and Bååth, 1996) y el radio bacterias/hongos, empleado 
como un indicador de la calidad de suelos (Nielsen and Winding, 2002; Marschner et al., 
2003; Suzuki et al., 2005). 
 
3.4.2.2 Técnicas dependientes de PCR.  El desarrollo de técnicas moleculares en 
los últimos veinte años ha permitido reconocer la enorme diversidad y avanzar en el 
estudio de las comunidades microbianas. Zuckerkandl and Pauling (1965) fueron los 
primeros en plantear la posibilidad de deducir las relaciones evolutivas entre organismos 
a partir del análisis de las diferencias en las secuencias de macromoléculas homologas. 
(DeLong and Pace, 2001). Siguiendo esta idea, Woese (1987) propuso la utilización de 
los genes rRNA16S y 18S como cronómetros moleculares de bacterias y eucariotas 
respectivamente, para inferir las relaciones filogenéticas de microorganismos, arguyendo 
que reunían características idóneas: distribución universal, dominios con tasas 
independientes y moderadas de cambio de secuencia, alto grado de conservación 
estructural y funcional y mínima transferencia horizontal (Pace et al., 1986; Woese, 1987; 
Woese et al., 1990).  Los estudios de filogenia bacteriana que utilizaron el marcador, 
tuvieron una gran concordancia y arrojaron conclusiones similares por lo que su uso se 
terminó imponiendo (DeLong and Pace, 2001). 
 
Luego se desarrollaron métodos de análisis de las comunidades para explotar la 
divergencia de la secuencia del gen rRNA 16S o 18S entre taxones.  Estos métodos de 
análisis incluyen la amplificación mediante la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 
del gen rRNA 16S, 18S u otro gen blanco, a partir de DNA o RNA total extraído 
directamente del suelo y la posterior separación o discriminación de las secuencias 
amplificadas, mediante la preparación de librerías de clones o el empleo de técnicas de 
huella genética.  
 
3.4.2.2.1  Librerías de clones. La clonación permite separar fragmentos de DNA, 
generalmente copias de genes como el gen ribosomal 16S o 18S, mediante la ligación de 
estos fragmentos a un DNA vector que da como resultado la producción de DNA 
recombinante, y la posterior transformación o introducción del DNA híbrido resultante en 
bacterias, generalmente cepas industriales de Escherichia coli que han adquirido la 
capacidad de captarlo. La clonación masiva de fragmentos, permite crear librerías de 
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clones de comunidades es decir una colección de clones de bacterias transformadas con 
copias individuales del gen ribosomal 16S o 18S de la comunidad, que posteriormente 
pueden secuenciarse para de esta forma obtener información de los microorganismos o 
grupos taxonómicos presentes en ella. La ventaja de esta técnica es que las librerías 
pueden almacenarse y las copias separadas mantenerse para análisis futuros.  Diversos 
estudios se han basado en la construcción de librerías de clones de microorganismos del 
suelo con fines diferentes como determinar los grupos taxonómicos predominantes o 
raros en suelo (Janssen, 2006; Elshahed et al., 2008). 
 
3.4.2.2.2  Técnicas de huella genética.  Las técnicas de huella genética 
proporcionan información sobre comunidades microbianas (archaeas, bacterias, hongos), 
a partir de patrones o perfiles de diversidad genética, representados en la variación de la 
secuencia de un cronómetro molecular o marcador filogenético específico, permitiendo la 
comparación espacial y temporal de comunidades bajo diferentes ambientes o 
tratamientos. (Kirk et al., 2004; Singh et al., 2006).  Inicialmente los análisis de huella 
genética se basaron en la separación electroforética en geles de poliacrilamida de alta 
resolución de moléculas de rRNA de bajo peso molecular como el 5S rRNA y el tRNA, 
extraídos directamente de muestras naturales (Höfle, 1992). 
 
Con el tiempo las técnicas de huella genética se han centrado en el análisis, de los 
perfiles genéticos, de marcadores filogenéticos como el rRNA 16S o 18S previamente 
amplificados por PCR a partir de DNA o RNA ambiental. Como los perfiles genéticos se 
obtienen por electroforesis, las diferencias de estos perfiles, dadas en el número, 
posición e intensidad de bandas de DNA, representan variaciones a nivel de la población 
de secuencias del marcador filogenético y por tanto diferencias en la composición de 
especies o la riqueza y abundancia de poblaciones de comunidades específicas 
(Shannon et al., 2002; Kirk et al., 2004).  Dentro de las técnicas de huella genética se 
incluyen la electroforesis en gel en gradiente denaturante (DGGE/TGGE), polimorfismos 
de longitud de fragmentos de restricción terminal, T-RFLP (Liu et al., 1997), polimorfismo 
conformacional de cadena monocatenaria, SSCP (Schwieger and Tebbe, 1998) y análisis 
del espaciador intergénico ribosomal, RISA (Ranjard et al., 2000). Estos métodos 
comparten la característica de no ofrecer información filogenética de forma directa. 
Generalmente el DGGE y RFLPs son los métodos más utilizados, porque son más 
económicos y facilitan el análisis de un gran número de muestras que se encuentran bajo 
diferentes condiciones y tratamientos. 
 
3.4.2.2.2.1  Electroforesis en Gel en Gradiente Denaturante. Dentro de las 
técnicas de huella genética existentes, la electroforesis en gel en gradiente denaturante 
de un marcador molecular amplificado mediante PCR (PCR-DGGE), es una de las más 
utilizadas. Esta técnica, inicialmente usada en la década de los 80 por la comunidad 
científica médica para identificar genes mutantes (Børresen et al., 1988; Hovig et al., 
1991), fue adaptada en 1993 por Muyzer y colaboradores para el análisis de 
comunidades en ecosistemas naturales con diversidad esperada limitada. Luego varios 
grupos aplicaron el método para el análisis de comunidades microbianas complejas 
provenientes de diferentes ambientes como el suelo (Heuer et al., 1997; Duineveld et al., 
1998; Jensen et al., 1998; Nakatsu et al., 2000). 
 
El DGGE/TGGE consiste en la separación electroforética de fragmentos de DNA de igual 
tamaño pero diferente secuencia, de acuerdo a su composición de bases, debido a la 
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denaturación parcial que sufren cuando migran en geles de poliacrilamida que presentan 
un gradiente lineal de agentes denaturantes químicos del DNA (DGGE), o un gradiente 
lineal de temperatura (TGGE). La denaturación de los fragmentos de DNA ocurre en 
dominios discretos (fragmentos de pares de bases) con una temperatura de denaturación 
(melting) idéntica, produciendo fragmentos ramificados que reducen su movilidad en el 
gel, hasta quedar fijos en una posición del gel determinada.   En este tipo de análisis se 
espera una separación completa de los fragmentos de acuerdo a la secuencia, de tal 
forma que cada banda represente un ribotipo único en la comunidad o unidad taxonómica 
operativa (OTU por sus siglas en ingles), y que la intensidad de las bandas sea un reflejo 
de la abundancia en la comunidad de cada ribotipo u OTU (Shannon et al., 2002). La 
migración diferencial ocurre porque se necesita más concentración del compuesto 
denaturante para separar las secuencias con más alto contenido GC, debido a que las 
energías de apilamiento o “stacking energy” entre bases adyacentes en una misma 
cadena de DNA, las cuales son muy importantes en el mantenimiento de la estructura de 
la doble hélice de DNA, son mayores en la pareja de bases adyacentes GC con respecto 
a las otras combinaciones de parejas de bases (Ke et al., 2007). 
 
Inicialmente el DGGE/TGGE fue diseñado para el análisis de comunidades microbianas, 
utilizando el gen ribosomal 16S o 18S, (Muyzer et al., 1993; Muyzer, 1999). Sin embargo, 
cualquier gen puede ser amplificado por PCR y resuelto en un gel DGGE/TGGE, lo que 
permite el análisis no solamente de las comunidades de bacterias, hongos y/o archeas 
totales, sino también de grupos funcionales, de acuerdo a la selección y amplificación de 
genes específicos mediante el diseño de primers para estos genes (Kirk et al., 2004) 
 
A menudo, debido a la complejidad del suelo, los investigadores restringen sus estudios 
a determinadas poblaciones o grupos de microorganismos, los cuales desempeñan 
funciones de interés, como por ejemplo los asociados con el metabolismo del nitrógeno, 
a través del análisis de los perfiles genéticos de genes específicos.  La comunidad de 
diazótrofos se ha estudiado con el análisis del gen nifH de la nitrogenasa (Rosado et al., 
1998; Shaffer et al., 2000; Bürgmann et al., 2004), los desnitrificadores con el gen nosZ 
de la oxido nitroso reductasa y los genes nirK y nirS de la nitrito reductasa (Noredal et al., 
2004) y los oxidadores de amonio, mediante análisis del gen amo de la amonio mono-
oxigenasa (Nicolaisen et al., 2002). 
 
También los microorganismos involucrados en la oxidación del metano a través del 
análisis del gen pmoA (Lin et al., 2005) y asociados con la función proteasa mediante el 
análisis de los genes apr de la metaloproteasa alcalina y npr de la metaloproteasa neutra 
(Sakurai et al., 2007).  Desde otra perspectiva los análisis se limitan frecuentemente a 
ambientes del suelo específicos como la rizósfera.  
 
Así mismo, aunque la huella genética no puede revelar la composición taxonómica de 
una comunidad, es posible obtener información filogenética de los miembros más 
representativos por elución y posterior reamplificación y secuenciación de bandas de los 
geles. Frecuentemente los estudios de las comunidades microbianas han sido 
polifásicos, empleando métodos basados en técnicas dependientes e independientes de 
cultivo, con el objeto de producir mayor información de las comunidades, ya que los 
grupos identificados por cada método son generalmente diferentes (Uribe  y Flórez, 
2013).  
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3.4.2.2.2.2  Ventajas y desventajas del DGGE. El DGGE se ha consolidado como 
una técnica importante en el estudio de las comunidad microbianas no cultivables, por la 
posibilidad que ofrece de comparar de una forma rápida y económica, un gran número de 
muestras ambientales que pueden tener diferente origen, ser recolectadas en tiempos 
diferentes y sometidas a condiciones o tratamientos diversos. De allí la gran aceptación 
de la técnica dentro de la comunidad científica que ha abordado el estudio de las 
comunidades microbianas en suelo, la cual se hace evidente por el número de estudios 
que han implementado la técnica desde 1997 (Torsvik et al., 1998; Torsvik et al., 2002; 
Garbeva et al., 2004; Kirk et al. 2004; Singh et al., 2006). 
 
Sin embargo, el DGGE también presenta debilidades y desventajas. Por un lado técnicas 
recientes como los microarreglos o la nueva generación de técnicas de secuenciación de 
alto rendimiento como la pirosecuenciación, permiten obtener mucha más información en 
términos de la composición taxonómica o diversidad funcional, aunque requieren diseños 
más elaborados y son mucho más costosos en su ejecución (Nakatsu et al., 2000; 
Nocker and Camper, 2007; Uribe y Flórez, 2013). Por otro lado la información que brinda 
esta técnica incluye sesgos a nivel de la extracción de DNA y la PCR por la formación de 
quimeras y amplificación inespecífica de los blancos seleccionados. (Nakatsu et al., 
2000) 
 
3.5  Factores determinantes de la diversidad y estructura 
de las comunidades microbianas edáficas 
 
Alrededor de 1960 surgió el interés por estudiar la diversidad microbiana y comprender la 
relación existente entre ésta diversidad y el funcionamiento de los ecosistemas.  
Inicialmente, los estudios basados en los métodos dependientes del cultivo de 
microorganismos, permitieron evidenciar que los procariotas responden a los disturbios 
generados por la agricultura, la contaminación u otros tipos de estrés (Kennedy, 1999; 
Buckley and Schmidt, 2003). Estos resultados han centrado el interés de los 
investigadores en identificar los factores que afectan o determinan la estructura y 
composición de las comunidades microbianas en agroecosistemas específicos, con el 
objeto de identificar parámetros de las comunidades que puedan ser empleados como 
indicadores de la calidad de suelos. (Kennedy, 1999; Nielsen and Winding, 2002; 
Winding et al., 2005).  Igualmente se ha buscado establecer como la utilización de 
prácticas agronómicas específicas, impacta positiva o negativamente la productividad y 
sostenibilidad de los agro-ecosistemas.  (Shannon et al., 2002; Nannipieri et al., 2003; 
Garbeva et al., 2004; Bossio et al., 2005; Nogueira et al., 2006; Zheng et. al., 2007).   
 
Por ello, en los últimos 15 años, se han llevado a cabo muchas investigaciones basadas 
en técnicas dependientes e independientes de cultivo, que han evaluado el efecto de un 
gran número de factores sobre la diversidad, estructura y composición de las 
comunidades microbianas en agroecosistemas específicos.  Dentro de los factores 
estudiados se incluyen el clima, el tipo y estructura del suelo, el tipo y estado de 
desarrollo de las plantas y  prácticas agrícolas y disturbios diversos. A la fecha se ha 
generado un cuerpo de información que ha permitido concluir que el tipo de planta, el tipo 
de suelo y el manejo agrícola inciden de forma significativa en la estructura, composición 
y diversidad de las comunidades microbianas edáficas. Adicionalmente los 
investigadores han planteado explicaciones sobre la forma de acción de cada factor, aún 
cuando los mecanismos de como se interrelacionan e inciden en las comunidades no 
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está completamente elucidados y comprendidos. (Shannon et al., 2002; Garbeva et al., 
2004; Nannipieri et al., 2003; Bossio et al., 2005).  A la luz de los resultados 
experimentales, se proponen las siguientes posibilidades: 
 
1. El tipo de planta, determina en primera medida, la estructura y diversidad de las 
comunidades microbianas en suelo, con el suministro de recursos de carbono y 
energía específicos que seleccionan poblaciones microbianas específicas. 
 
2. Propiedades fisicoquímicas del suelo como la textura, estructura, contenido de 
materia orgánica, microagregados, pH y estatus de nitrógeno, fósforo e hierro, 
determinan los nichos habitables en suelo y por tanto la estructura y diversidad 
microbianas. 
 
3. El régimen de manejo agrícola con la rotación de cultivos, la irrigación, el arado y los 
planes de fertilización y aplicación de herbicidas, es el principal determinante de la 
estructura de la comunidad microbiana en suelo, teniendo en cuenta que generan 
cambios en las propiedades fisicoquímicas y la disponibilidad de recursos en suelo a 
los que responden de forma sensible las comunidades microbianas. 
 
3.5.1  Efecto del tipo de suelo. Un gran número de trabajos han proporcionado 
evidencia que demuestran que el tipo de suelo es el principal determinante de la 
composición, estructura y diversidad de comunidades microbianas edáficas bajo 
condiciones específicas. (Garbeva et al., 2004). Algunos estudios de biogeografía 
microbiana, han revelado por ejemplo, que si bien los microorganismos no responden a 
la latitud y/o patrones de distribución geográfica como tal, aunque pueda presentarse el 
fenómeno de endemismo para algunas especies, la composición y estructura de las 
comunidades bacterianas, es controlada por algunas variables edáficas (Neufeld and 
Mohn, 2005; Fierer and Jackson, 2006) y de forma especial por el pH (Fierer and 
Jackson, 2006). Gelsomino y colaboradores en 1999, estudiaron mediante DGGE, la 
estructura y diversidad de bacterias en 16 suelos con localización geográfica diferente, 
encontrando diferencias significativas en los perfiles genéticos de las comunidades 
asociadas a cada suelo, lo que los llevó a sugerir que el tipo de suelo determina de forma 
importante la estructura de las comunidades y que tipos similares de suelo tienden a 
seleccionar comunidades similares. En sus estudios a escala continental Fierer and 
Jackson (2006), mostraron también que tipos de suelo diferentes contienen comunidades 
microbianas diferentes. 
 
Así mismo, un número importante de trabajos han determinado que factores 
fisicoquímicos del suelo como la estructura, la textura, la conductividad eléctrica, la 
capacidad de intercambio catiónico, el estado de oxidación del hierro, y el contenido de 
materia orgánica, carbono inorgánico y nitrógeno, son factores que ejercen un efecto 
significativo sobre la composición, estructura y diversidad de las comunidades 
microbianas (Garbeva et al., 2004). 
 
Felske and Akkermans, 1998, Lukow, 2000 y Johnson et al., 2003 reportan poca 
variabilidad en los perfiles de huella genética de las comunidades bacterianas presentes 
en campos con el mismo tipo de suelo, pero con vegetación y manejo agrícola diferente, 
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lo que los llevó a concluir que fue el tipo de suelo, más que la vegetación o el tipo de 
manejo, el factor determinante de la estructura bacteriana en sus respectivos ensayos. 
 
3.5.2  Efecto del uso del suelo.  Ha sido ampliamente reconocido que el uso 
del suelo con fines agrícolas tiene un efecto sobre la biomasa y diversidad de las 
comunidades microbianas, de acuerdo a diferencias significativas encontradas entre 
comunidades de agroecosistemas y de ecosistemas naturales que no han sido 
intervenidos. (Kennedy, 1999; Buckley and Schmidt, 2003).  Igualmente se ha sustentado 
el efecto de prácticas agronómicas específicas, tales como el arado, la rotación de 
cultivos, la irrigación, los planes de fertilización, el compost, el abono con estiércol, la 
aplicación de herbicidas y pesticidas y la introducción de organismos genéticamente 
modificados sobre la estructura y composición de las comunidades microbianas 
asociadas a suelos agrícolas. (Kennedy, 1999; Buckley and Schmidt, 2003; Garbeva et 
al., 2004; Kirk et al., 2004)  Los cambios que experimentan las comunidades y se 
manifiestan a nivel de la abundancia, composición, estructura y/o diversidad, están 
relacionados entre otras cosas, con las modificaciones que las diferentes prácticas 
promueven, como la entrada de nutrientes (nitrógeno, fósforo, oxígeno, etc.) que 
proporcionan nuevos recursos para los microorganismos, la entrada de nuevas 
poblaciones microbianas que pueden incidir sobre las poblaciones nativas de formas 
diversas o cambios en las propiedades fisicoquímicas del suelo a las que son sensibles 
los microorganismos. 
 
Con respecto al efecto del arado Ibekwe y colaboradores (2002), mediante PLFA y 
DGGE evaluaron el impacto del arado convencional y la influencia de la precipitación en 
cuatro suelos diferentes, sobre la estructura y diversidad de la comunidad bacteriana total 
y la comunidad de bacterias oxidadoras de amonio (BOA), los resultados arrojados por la 
investigación mostraron un efecto significativo del arado sobre la comunidad bacteriana 
total y menor en la comunidad de BOA, representada en una disminución de la diversidad 
con la implementación de esta práctica, mientras que la precipitación no mostró un efecto 
importante sobre la comunidad. 
 
Drijber y colaboradores (2000), encontraron una diversidad microbiana más alta en 
suelos que no fueron arados con respecto a suelos con arado convencional.  Otros 
estudios han puesto en evidencia la reducción en la biomasa de hongos con el arado que 
se explica por la interrupción de redes de hifas con esta práctica (Beare et al., 1997; 
Stahl, 1999; Johnson et al., 2003). Neufeld y Mohn 2005, reportaron un incremento en la 
diversidad bacteriana en suelos no arados con respecto a suelos arados y compactados 
que registraron una diversidad menor e igualmente una correlación entre la diversidad y 
el tamaño de los agregados del suelo.  Yin y colaboradores (2010), evaluaron mediante 
pirosecuenciación, el efecto de la rotación y el arado en la diversidad bacteriana total de 
suelos agrícolas en Kansas, generando un total de 20.180 secuencias del gen ribosomal 
16S y 2337 OTUS. La comparación de OTUS entre tratamientos, les permitió concluir 
que existen diferencias importantes en la composición de las comunidades asociadas 
con estas prácticas.  Yao y colaboradores (2006), reportaron así mismo, mayores índices 
de diversidad microbiana en suelos que se encontraron bajo rotación. 
 
El suministro, de elementos como el carbono, nitrógeno y fósforo en la forma de 
fertilizantes y enmiendas orgánicas en suelo, es otro factor importante que influye sobre 
las comunidades microbianas. Distintos trabajos reportan el aumento en la biomasa y 
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diversidad de bacterias, hongos totales o grupos específicos como Pseudomonas y 
Actinomycetes o cambios en la estructura de las comunidades microbianas, en suelos 
orgánicos con respecto a los convencionales. (Schade and Johnson, 2002; Sun et al., 
2004; Suzuki et al., 2005) 
 
En cuanto a los pesticidas y herbicidas, el efecto sobre la biomasa y diversidad ha sido 
variable; en algunos casos la aplicación de pesticidas puede incrementar o disminuir  la 
biomasa y la diversidad y modificar la composición microbiana (Chen et al., 2009).  
Johnson y colaboradores (2003) afirman que la contaminación con metales pesados han 
alterado las comunidades microbianas a escala terrestre. Mediante DGGE y en estudio 
de invernadero se evaluó el efecto de la adición al suelo de metales pesados Cd, Pb y 
una mezcla Cd/Pb sobre la estructura y abundancia de las comunidades de bacterias, 
hongos y actinomicetos.  Los resultados mostraron que las bacterias fueron altamente 
sensibles a los metales pesados, siendo variable el efecto de acuerdo a la concentración 
y tipo de metal, mientras los actinomices y hongos lo fueron en menor medida (Khan et 
al., 2010). 
 
3.5.3  Efecto del tipo de planta o cultivo.  La composición y estructura de 
las comunidades de bacterias y hongos puede estar determinada igualmente por el tipo 
de planta o de cultivo (Garbeva et al., 2004). Distintos estudios han mostrado la 
asociación entre especies vegetales y/o tipos de cultivo y grupos bacterianos específicos 
(Garbeva et al., 2004; Hackl et al., 2005). 
 
La evaluación con DGGE, de la estructura y composición de las comunidades de 
bacterias de suelos localizados en diferentes zonas y con características fisicoquímicas 
diferentes, pero con el mismo tipo de cultivo, evidenció una fuerte asociación entre la 
composición microbiana y el tipo de cultivo, en cultivos de tomate, almendra y uva. Sin 
embargo este comportamiento no se evidenció en los cultivos de algodón y cártamo, en 
el mismo estudio (Johnson et al., 2003).  Otra investigación con el mismo diseño que 
analizó por PLFA, un gran conjunto de suelos agrícolas de los alrededores del valle San 
Joaquín en California, puso de manifiesto la correlación entre la composición microbiana 
y el tipo de cultivo (Song et al., 1999). En otro estudio en ensayo de invernadero, la 
composición de la comunidad bacteriana de cultivos de alfalfa y centeno que crecieron en 
dos tipos distintos de suelo se correlacionó con el tipo de cultivo y no de suelo (Miethling 
et al., 2000).  Marschner y colaboradores 2004, también reportaron asociación entre la 
composición de las comunidades microbianas y el tipo de planta en cultivos de canola. 
 
La explicación del efecto de las plantas sobre las comunidades microbianas puede estar 
dada por el aporte de hojas, frutos y ramas que se convierten en sustratos aprovechados 
por los microorganismos y de forma indirecta por cambios en las condiciones del suelo, 
resultado de los procesos de descomposición de dichos sustratos por microorganismos 
específicos. Sin embargo, la mayor influencia de las plantas sobre las comunidades 
microbianas parece darse a nivel del rizoplano y la rizósfera, por la acción de las raíces 
de las plantas (Garbeva et al., 2004), 
 
3.5.4  Efecto rizosférico.  El término rizósfera, acuñado por Hiltner en 1904, hace 
referencia a la porción del suelo asociada a las raíces de las plantas, que es influenciada 
por la acción de raíces vivas y determina una zona biológicamente activa, en la que se 
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establecen múltiples tipos de interrelaciones entre los microorganismos y las plantas.  
(Singh et al., 2004; Berg and Smalla, 2009). Muchos estudios han mostrado diferencias 
significativas en las estructuras de las comunidades bacterianas del suelo rizosférico y no 
rizosférico representadas en un incremento en la biomasa y la actividad de los 
microorganismos a nivel de la rizósfera que se explica por el efecto de las raíces de las 
plantas (Garbeva et al., 2004, Singh et al., 2004). 
 
El interés en el estudio de la rizósfera está dado por el reconocimiento del papel que 
juegan los diferentes tipos de interacciones que ocurren en ella, en la nutrición y salud de 
las plantas y en procesos como el secuestro del carbono y ciclaje de nutrientes de los 
ecosistemas terrestres a escala global.  (Singh et al., 2004; Berg and Smalla, 2009). 
Estas interacciones que de acuerdo a principios ecológicos básicos pueden ser 
clasificadas en tres grupos, 1 interacción patogénica negativa. 2. Interacciones positivas 
en las cuales los dos participantes se benefician de la asociación (simbiosis) o sólo un 
participante se beneficia sin perjudicar al otro y 3.  Interacción neutra donde ninguno 
experimenta perjuicio o beneficio directo de esas interacciones (Singh et al., 2004), han 
comenzado a develarse gracias al uso de aproximaciones polifásicas que combinan las 
técnicas dependientes e independientes de cultivo (Garbeva et al., 2004; Berg and 
Smalla, 2009). 
 
Se asume que a nivel de la rizósfera una multitud de factores tanto abióticos como 
bióticos están influenciando la diversidad estructural y funcional de las comunidades 
microbianas. (Berg and Smalla, 2009).  En primer lugar, un número significativo de 
investigaciones han puesto en evidencia, como las raíces de las plantas influencian y 
modifican de forma variable las comunidades de microorganismos del suelo, mediante la 
rizodeposición o liberación de compuestos orgánicos, que resulta en la transferencia de 
carbono total de las raíces de las plantas al suelo. (Singh et al., 2004; Berg and Smalla, 
2009). La rizodeposición comprende la liberación de compuestos orgánicos o exudados 
como ácidos orgánicos, etileno, aminoácidos, azúcares, vitaminas y polisacáridos y la 
secreción de enzimas y juega un papel importante en la regulación de la asociación 
simbiótica entre plantas y microorganismos (Singh et al., 2004). Algunos datos sugieren 
que la rizodeposición puede regular la comunidad microbiana de suelo en la vecindad 
inmediata de la raíz, por la especificidad de los productos liberados que seleccionan 
microorganismos capaces de utilizarlos, facilitando asociaciones y simbiosis benéficas 
que aseguran suplemento de nutrientes y cambios en las propiedades fisicoquímicas del 
suelo. (Singh et al., 2004; Somers et al., 2004). 
 
Como la producción de esos compuestos puede variar durante el desarrollo de la planta y 
de la raíz, las comunidades microbianas rizosféricas se ven igualmente influenciadas por 
el estado de desarrollo y edad de las plantas y por su localización específica en el 
sistema radicular (Chiarini et al. 1998, Houlden et al., 2008), lo cual significa que en las 
comunidades microbianas de la rizósfera hay procesos de sucesión a lo largo del 
desarrollo de la planta. Se ha encontrado que las raíces más jóvenes excretan por lo 
general más materia orgánica que las raíces viejas, por lo que las raíces jóvenes pueden 
ser deseables para las bacterias de estrategia “r” con altas tasas de crecimiento mientras 
las raíces viejas pueden ser ocupadas por las bacterias de estrategias “k”, con tasas de 
crecimiento más bajas que pueden competir en comunidades de grandes 
aglomeraciones donde las condiciones de sustrato son más limitadas (Houlden et al., 
2008; Berg and Smalla, 2009). En casos específicos las comunidades rizosféricas han 
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mostrado estar influenciadas por el genotipo de la planta  (Marschner et al., 2004; Aira et 
al., 2010). 
 
Adicionalmente las plantas influencian las comunidades microbianas a través de la 
producción de metabolitos antimicrobianos, la competición por nutrientes y la morfología 
de la raíz que al actuar como superficie de soporte, modula la distribución en la rizósfera 
de las poblaciones microbianas. (Berg and Smalla, 2009).  Por su parte los 
microorganismos pueden influenciar las plantas en la rizosfera, promoviendo su 
crecimiento a través de señales químicas como auxinas, giberelinas, glicolípidos y 
citoquininas. (Berg and Smalla, 2009). Géneros como Pseudomonas, Agrobacterium, 
Bacillus, Variovorax, Phyllobacterium y Azospirillum están entre los grupos bacterianos 
promotores de crecimiento más eficientes (Berg and Smalla, 2009). 
 
A menudo los trabajos experimentales que han evaluado el efecto simultáneo sobre las 
comunidades del suelo y/o el tipo de planta y/o el tipo de manejo agrícola reportan 
resultados y brindan conclusiones totalmente contrarios. Así por ejemplo estudios con el 
mismo diseño experimental que han evaluado de manera simultánea el efecto del tipo de 
planta y el tipo de suelo, han llegado a concluir en algunos casos, que es el tipo de planta 
y en otros el tipo de suelo, el factor determinante de la composición y estructura de las 
comunidades, como lo reseñan Kielal y colaboradores (2008).  Quizás estos resultados 
contrarios pueden deberse al efecto de factores adicionales que determinan respuestas 
diferentes de los factores básicos frecuentemente analizados, los cuales no son tenidos 
en cuenta en los diseños.  Es por esto que hasta el momento no ha sido posible 
comprender totalmente como los diferentes factores contribuyen y se interrelacionan para 
modelar las comunidades microbianas en suelo.  
 
3.6  Diversidad y estructura microbiana como 
indicadores de la calidad de suelos 
La diversidad microbiana como indicador de calidad del suelo ha sido muy discutida en 
las últimas décadas (Nielsen and Winding, 2002; Buckley and Schmidth, 2003; Johnson 
et al., 2003). Muchos investigadores consideran que la diversidad y otros parámetros de 
las comunidades microbianas pueden ser utilizados como indicadores del impacto de la 
actividad humana que generan cambios a nivel de la calidad de los suelos, teniendo en 
cuenta que los microorganismos desempeñan funciones fundamentales en él y son 
altamente sensibles a las prácticas de manejo y uso del suelo. (Kennedy, 1999; Buckley 
and Schmidth, 2003; Garbeva et al., 2004) 
 
Sin embargo, todavía no hay un criterio unificado con respecto a sí la diversidad 
taxonómica o genética es importante como indicador. Con respecto al estudio promovido 
para establecer los efectos de la diversidad en el mantenimiento de la función ecológica, 
algunos autores manifiestan que las comunidades microbianas del suelo presentan una 
alta redundancia funcional, por el hecho de que muchos microorganismos pueden utilizar 
los mismos sustratos, por lo que discuten que una menor diversidad microbiana podría 
no tener un impacto considerable en el funcionamiento de estos ecosistemas (Andren 
and Balandreau, 1999; Wertz et al., 2006). Pero otros autores afirmar que una población 
diversa de organismos podría ser más resiliente al estrés y más capaz de adaptarse a los 
cambios ambientales y que debe existir un número mínimo de especies microbianas para 
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poder mantener estables la función del ecosistema (Buckley and Schmidt, 2001; 
Nannipieri et al., 2003; Bossio et al., 2005). 
 
Por otro lado, aunque los métodos para estudiar la diversidad (numérica, taxonómica y 
estructural) están mejorando tanto para bacterias como hongos, hasta el momento 
solamente se cuenta con inventarios y catálogos que han permitido identificar las 
divisiones comúnmente dominantes en suelo, pero no conocer la importancia y función 
ecológica de la gran mayoría de ellos.  Todo esto hace que no haya una clara asociación 
entre diversidad y función, por lo que es prudente asumir que la redundancia funcional no 
existe y que la diversidad taxonómica es importante para el mantenimiento de los 
ecosistemas (Buckley and Schmidt, 2001). 
 
Desde una base teórica se propone una explicación de la relación entre las 
perturbaciones del suelo y la diversidad y estructura de las comunidades microbianas 
edáficas que valida el uso de la diversidad taxonómica como un indicador de calidad y/o 
perturbaciones del suelo, bajo las siguientes  premisas: 1. La diversidad de las especies 
tiende a ser baja en ecosistemas donde factores fisicoquímicos generan estrés y dejan 
poco margen para la evolución de las interacciones entre especies. 2. Las perturbaciones 
hacen que las comunidades sean dinámicas, es decir que cambien y se reconfiguren en 
el tiempo y experimenten permanentes y diferentes estadios de sucesión. Sin embargo, 
una perturbación fuerte y frecuente causará la desintegración de micro hábitats y la 
disrupción de los límites entre poblaciones, permitiendo que los recursos locales estén 
disponibles para una mayor proporción de la masa microbiana total, es decir más 
individuos pero menos especies (Kent  and Triplett, 2002; Torsvik et. al., 2002). 
 
Por otro lado varios estudios han documentado y discutido la relación entre la diversidad 
y biomasa microbiana edáfica y la capacidad de un suelo de suprimir patógenos que 
causan enfermedad en plantas (Garbeva et al., 2004). Esta capacidad hace referencia al 
control biológico que de manera natural ejercen microorganismos del suelo que tienen 
propiedades antagonistas sobre patógenos de plantas. Si bien este tipo de control natural 
es generalmente insuficiente para promover cultivos libres de enfermedades, una 
reducción en la diversidad podría tener un impacto negativo en este control natural, 
haciendo los cultivos más propensos a ser atacados por patógenos (Garbeva et al., 
2004).  Van Bruggen and Semenov (2000) proponen que la estructura de la comunidad 
microbiana y el tiempo requerido para retornar a un estado inicial después de la 
aplicación de varios disturbios o estrés podría ser caracterizado a nivel de la supresión 
de enfermedades en suelo, pues se ha demostrado la conexión entre la implementación 
de prácticas agronómicas que mejoran las características del suelo, el incremento en la 
actividad y diversidad microbiana resultado de esas prácticas y la reducción en la 
enfermedad de las plantas, que validan para este contexto, el estudio de la diversidad 
microbiana como indicador de la calidad del suelo. (Garbeva et al., 2003; Garbeva et al., 
2006, Guédez et al., 2009) 
 
3.7  El cultivo de arroz 
 
3.7.1  El cultivo del arroz a escala mundial.  El arroz es el cereal más 
consumido en el mundo después del trigo, con una alta producción que en el año 2012 
ascendió a los 730 millones de toneladas de arroz cultivado en cáscara, en una superficie 
de siembra de 165 millones de hectáreas (FAO, 2012).   La producción de arroz tiene una 
24 Comparación de la estructura y diversidad de las comunidades de bacterias y hongos 
rizosféricos de cuatro zonas arroceras de los departamentos Tolima y Meta 
 
tendencia de crecimiento en el tiempo, pero este crecimiento es inferior (1% anual), al 
crecimiento de la demanda del cereal (1.5% anual).  Es por esto que se ha proyectado 
que para el año 2050, va a presentarse un déficit en la producción de arroz de 
aproximadamente 200 millones de toneladas de arroz en cáscara correspondientes al 
30% de la producción actual (FAO, 2009).  Esto representa un reto para los productores 
de arroz en todo el mundo, teniendo en cuenta las limitaciones que se viven actualmente 
en la producción de alimentos a nivel mundial, por los altos costos de los 
biocombustibles, la disponibilidad de recursos hídricos y nuevas tierras para cultivos y el 
calentamiento global (FAO, 2009; Godfray et al., 2010). 
 
El arroz crece en un amplio rango de ambientes ecológicos y altitudes que varían desde 
los cero hasta los 3000 m.s.n.m. Con respecto a los factores ambientales el cultivo de 
arroz puede establecerse en suelos con niveles variables de humedad, desde tierras 
secas a tierras inundadas, bajo capas de agua de incluso varios metros de profundidad y 
en climas que van desde el tropical al templado (Prasanna et al., 2010).  
 
En general, los sistemas de cultivo de arroz son clasificados como irrigado o inundado y 
secano. En los cultivos irrigados, el riego se da por inundación natural o por intervención 
humana a través de sistemas de riego con acumulación de agua, mientras el cultivo 
secano es alimentado por lluvias, sin que se llegue necesariamente a la acumulación de 
agua superficial (Khush et al., 1997). Los cultivos de arroz inundados representan el 75% 
de la producción mundial y se constituyen en ecosistemas artificiales dinámicos, 
caracterizados por ciclos biogeoquímicos únicos y comunidades microbiológicas 
variables. Algunos de los atributos significativos de los suelos inundados que han sido 
fundamentales para la sostenibilidad de los cultivos de arroz a largo plazo en Asia, 
incluyen un adecuado reabastecimiento de nutrientes con la inundación, que favorece la 
fijación biológica del nitrógeno y minimiza la acidificación del suelo y la erosión (Prasanna 
et al., 2010). 
 
En los cultivos secanos por el contrario los suelos tienden a ser ácidos y deficientes en 
nutrientes (Pinheiro et al., 2006; Khush et al., 1997; Atlin et al., 2006; Saito et al., 2007). 
Sin embargo a pesar de estas desventajas, los cultivos secanos son una alternativa que 
responde a las limitaciones en los recursos hídricos en África, Asia y Suramérica 
(Pinheiro et al., 2006; Atlin et al., 2006; Saito et al., 2007; Saito et al., 2009). La 
sostenibilidad del sistema de producción de arroz sobre largos periodos de tiempo está 
intrínsecamente relacionado a la química, física y biología de sus suelos, propiedades 
básicas que difieren considerablemente entre suelos arroceros que van desde suelos 
salinos de la costa marina hasta suelos de tierras altas con niveles tóxicos de aluminio 
(Prasanna et al, 2010). 
 
3.7.2  Cultivo de arroz en Colombia.  En Colombia el arroz es el tercer 
producto agrícola en extensión después del café y el maíz (Espinal et al., 2005). La 
producción según el DANE y FEDEARROZ ha sido fluctuante en los últimos años con 
una tendencia de reducción en los niveles de producción. El promedio de arroz en 
cáscara seco producido entre el 2000 y el 2011 fue de 2.138.345 toneladas, cultivado en 
una superficie promedio entre el 2000 y el 2011 de 434.896 hectáreas 
(http://www.fedearroz.com.co/new/apr_public.php).   En el 2010 la producción de arroz 
cultivado en Colombia fue de 2.9 millones de toneladas, que representaron el 0.29% de 
la producción de arroz mundial, según datos de la FAO, 2010. 
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Si bien el aporte de Colombia a la producción mundial de arroz, no es significativa, los 
indicadores a nivel nacional, lo hacen un cultivo de suma importancia, pues se ha 
consolidado como el alimento de base de la alimentación de los colombianos, por lo cual 
es un producto básico de la canasta familiar (http://www.fedearroz.com.co-
/new/bondades.php).  Por otra parte este cultivo ha presentado una tendencia de 
mejoramiento competitivo que se ven reflejados en el aumento en la demanda y el 
consumo, con respecto al crecimiento de la población (Espinal et al., 2005). Es por esto 
que este producto está incluido dentro de las apuestas productivas de las organizaciones 
de cadena, creadas mediante la ley 811 de 2003 por el Congreso de la República 
(Espinal et al., 2005). 
 
Con respecto a las características de explotación del cultivo, el mayor porcentaje de la 
producción de arroz en Colombia a diferencia de otros países como Estados Unidos, 
ocurre en unidades productoras de pequeña extensión con un área promedio de 14 ha en 
1988 y 11 ha en 1999 (Espinal et al., 2005).  Las unidades o parcelas productoras están 
localizadas principalmente en cuatro zonas geográficas, la Zona Centro (Tolima, Huila y 
Valle del Cauca), la zona de los Llanos Orientales (Meta y Casanare), el Caribe húmedo 
(Antioquia, Bolívar, Córdoba y Sucre) y el Caribe seco (Cesar, Guajira y Santanderes). 
Siendo las zonas Centro y los Llanos Orientales, las responsables del 75% de la 
producción en el país (Espinal et al., 2005).  
 
A nivel regional se evidencian diferencias significativas en los costos de producción y la 
productividad del cultivo de arroz, las cuales están dadas por la variabilidad de las 
características agroecológicas de las zonas, comprendidas entre los 0 a 1250 msnm, con 
temperaturas promedio entre 23 a 29ºC y condiciones de precipitación muy variadas y 
por el tipo de tecnología implementada en cada región (Espinal et al., 2005).  En la zona 
centro, todos los cultivos han introducido el sistema de siembra por inundación y la 
producción cuenta con las mejores tecnologías y los distritos de riego más organizados 
del país. Mientras en la zona de los llanos orientales se presentan los sistemas de riego y 
secano mecanizado (Espinal et al., 2005). 
 
Pese a la importancia del cultivo de arroz en el país, el sistema de cultivo intensivo y la 
implementación de prácticas agrícolas inadecuadas han conducido a un deterioro 
progresivo de los suelos, representado en el sellamiento superficial, la compactación y 
erosión y una reducción significativa en el contenido de materia orgánica (Fedearroz, 
2000), que han afectado la producción e intensificado el uso de fertilizantes químicos.  En 
el caso de los fertilizantes nitrogenados, la aplicación, en los últimos 10 años ha pasado 
de 100 Kg/ha a 230 Kg/ha, lo que ha incrementado los costos de producción en el tiempo 
(Quintero et al. 2004; Castilla, 2006).  Por otra parte las repercusiones de estos 
fenómenos no se han dado únicamente a nivel económico sino también social, debido a 
que gran parte de los aportes a la producción total, es realizada por pequeños 
productores que viven de este cultivo, por lo que la disminución en la producción ha 
afectado igualmente la calidad de vida de muchas de las familias que dependen de él 
(Quintero et al., 2004). 
 
Por otra parte, el Tratado de Libre Comercio firmado entre Colombia y los Estados 
Unidos que entró en vigencia a partir del 15 de mayo de 2012, se ve como una amenaza 
para el sector arrocero en el país a corto plazo.  Teniendo en cuenta que Estados Unidos 
es productor de arroz e históricamente ha producido arroz con costos de producción 
mucho más bajos que en Colombia, la reducción en los aranceles para el arroz de los 
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Estados Unidos, que se suprimirán por completo en el 2019, va a generar un incremento 
significativo de las importaciones de arroz estadounidense (Valencia, 2012) si no se 
asume el reto de disminuir los costos de producción del arroz de forma significativa en los 
próximos años (http://www.fedearroz.com.co/revistanew/correo_243.pdf).  El aumento en 
las importaciones de arroz de los Estados Unidos tendrá un impacto negativo, ya que 
afectará a los dos millones de personas que dependen de forma directa e indirecta del 
cultivo de arroz en Colombia (http://www.fedearroz.com.co/revistanew/correo_243.pdf).    
 
3.7.3  Ecología microbiana de los cultivos de arroz. La importancia del 
cultivo de arroz en condición inundada, obedece entre otras razones a que este tipo de 
cultivo es una de las principales fuentes biogénicas de metano atmosférico y óxido 
nitroso y contribuye de forma importante al efecto de invernadero.  Por otro lado los 
cultivos de arroz representan un sistema modelo para estudiar aspectos fundamentales 
de la ecología microbiana, tales como la diversidad, estructura y dinámica de 
comunidades microbianas (Liesack et al., 2000). Su caracterización, ha revelado que 
este sistema está constituido por tres compartimentos, la superficie óxica del suelo, el 
suelo no rizosférico anóxico y la rizósfera, las cuales presentan con condiciones 
fisicoquímicas diferentes (Liesack et al., 2000). 
 
En el suelo no rizosférico, predominan microorganismos anaerobios tales como bacterias 
fermentativas y arqueas metanogénicas, que liberan metano mediante la degradación 
anaeróbica de la materia orgánica, debido a que la inundación hace que el oxígeno se 
consuma rápidamente (Liesack et al., 2000). En la superficie del suelo y la rizósfera en 
cambio se generan gradientes químicos a micro escala, bien definidos, los cuales han 
sido medidos en diversos estudios (Liesack et al., 2000).  En la interface aeróbica-
anaeróbica de la rizósfera se establece un ambiente favorable a diversos grupos de 
microorganismos aerobios/anaerobios obligados o facultativos, entre los que se incluyen 
diazotróficos, metanógenos, metanótrofos, algunos de ellos promotores del crecimiento 
de plantas y agentes de control biológico  (Prasanna et al., 2010).  Por su parte las 
plantas de arroz en la rizosfera  promueven la actividad microbiana y el crecimiento de 
las poblaciones, e inducen cambios en la estructura de las comunidades a través de la 
rizodeposición de fotosintatos (Prasanna et al., 2010). 
 
El perfil de oxígeno establece gradientes de otros aceptores de electrones, que 
determinan la distribución espacial y actividad de grupos funcionales de microorganismos 
(bacterias aerobias, reductoras de nitrato, de hierro y sulfato, fermentativas y productoras 
de metano).  La acción concertada de todos los grupos funcionales de microorganismos 
conducen los ciclos del carbono, el nitrógeno, el azufre y el hierro en los cultivos de arroz 
y otros suelos y sedimentos (Liesack et al., 2000).  Por otra parte la fijación biológica del 
nitrógeno juega un papel importante en las reacciones de reducción que tienen lugar en 
la rizósfera. (Prasanna et al., 2010) 
 
En la fracción óxica presente en la superficie del suelo y en parte de la rizósfera (gracias 
al transporte y liberación de oxígeno a través del aerenquima de las raíces), se favorecen 
procesos de oxidación microbiana y química de compuestos como el metano, amonio, 
sulfato y hierro ferroso.  Esta oxidación puede producir en la rizósfera, gradientes redox, 
aumentar las tasas de reciclaje de aceptores de electrones y permitir la regeneración del 
nitrato y el amonio, favoreciendo un estrecho acoplamiento de la nitrificación y 
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desnitrificación, lo cual se ha mostrado experimentalmente usando diferentes 
aproximaciones metodológicas (Liesack et al., 2000). 
 
3.7.4 Estudios de la estructura, diversidad y composición de 
comunidades microbianas en cultivo de arroz.  Los estudios de las 
comunidades microbianas en cultivos de arroz, han evaluando aspectos puntuales 
relacionados con la diversidad y estructura de la comunidad bacteriana total en diferentes 
hábitats del agroecosistema, como son el suelo rizosférico y no rizosférico y residuos 
vegetales como el tamo (empleado como compost y en la superficie del suelo) (Asakawa 
and Kimura, 2008).  Igualmente, la diversidad de grupos funcionales de interés tales 
como diazótrofos (Wartiainen et al., 2008), oxidadores de amonio (Nicolaisen, et al., 
2004),  oxidadores de metano y metanógenos (Bodelier et al., 2000; Watanabe et al., 
2007), la mayoría representantes del dominio bacteria y en algunos casos de archaeas. 
Los estudios de la diversidad y estructura de la comunidad de hongos  en cultivos de 
arroz han sido más limitados y son relativamente recientes e incluyen el estudio del 
efecto sobre las comunidades de hongos, de la adición del tamo como compost (Ishikawa 
et al., 2010; Eickhorst et al., 2010), la conversión de un cultivo secano en inundado 
(Ishikawa et al., 2010), el arado (Nishizawa et al., 2010); los estados de irrigación del 
cultivo de arroz  (Eickhorst et al., 2010), un cultivar de arroz híbrido (Hussain et al., 2011) 
y una variedad de arroz genéticamente modificada (Lee et al., 2011).  
 
Los trabajos que se han centrado específicamente en el análisis de las comunidades de 
bacterias y/o hongos totales del suelo, han evaluado el efecto de diferentes prácticas 
agrícolas como la aplicación de fertilizantes químicos (Wenhui et al., 2007; Gu et al., 
2009), aplicación de tamo como compost (Ishikawa et al., 2010), biofertilizantes 
(Muthukumarasamy et al., 2007) y herbicidas y pesticidas (Das and Debnath, 2006; 
Chen, et al., 2009) e igualmente la contaminación con metales pesados (Li et al., 2006). 
Así como los cambios en la estructura y diversidad de las comunidades inducida por 
cambios a través del ciclo del cultivo (Del Castillo, 2010, Lee et al., 2011) y la influencia 
del genotipo de la planta (Hussain et al., 2011; Lee et al., 2011). Mostrando que son 
múltiples los factores ecológicos, ambientales y de manejo agrícola que ejercen un efecto 
sobre las comunidades microbianas en cultivos de arroz. 
 
Dentro de los factores ecológicos Del Castillo (2010), puso de manifiesto el efecto de las 
plantas y su estado fenológico sobre la comunidad de bacterias rizosféricas de cultivos 
de arroz comercial.  Dicha investigadora propone que la rizodeposición de fotosintatos es 
variable a lo largo del ciclo del cultivo y modula los cambios en las poblaciones de 
bacterias rizosféricas a lo largo del mismo. Sin embargo, también encontró que para un 
mismo estado fenológico, había un número de bandas diferentes asociado a cada una de 
las parcelas evaluadas, que sugirieren que las condiciones ambientales o de manejo 
agronómico ejercen igualmente un efecto sobre estas comunidades. Lee et al., 2011 y 
Hussain et al., 2011, encontraron que las comunidades de bacterias y hongos son 
afectadas por el estado de desarrollo o genotipo de las plantas de arroz. Por otra parte, 
Murase y colaboradores (2006) mediante un ensayo en microcosmos en el que simularon 
la condición inundada y valiéndose de las técnicas de huella genética DGGE y RFLPs, 
demostraron que “el pastoreo” de protistos afecta de manera significativa la diversidad y 
estructura de la comunidad bacteriana en cultivos de arroz y que este efecto es mayor en 
la capa superficial óxica en comparación a la capa anóxica, mostrando la importancia de 
la disponibilidad del oxígeno en estas interrelaciones. 
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En cuanto a las prácticas agronómicas se reconoce el efecto del sistema de siembra 
sobra la composición y estructura de las comunidades bacterianas en cultivos de arroz, 
pues es ampliamente conocido que los cultivos inundados, tienen una microflora en la 
que predominan grupos anaerobios o anaerobios facultativos, mientras que en los 
cultivos secanos predominan poblaciones de bacterias y hongos esencialmente aerobias 
(Liesack et al., 2000).  Doi y colaboradores 2007, utilizando el DGGE y el FISH 
compararon la diversidad total de bacterias asociadas a la rizósfera de dos cultivos de 
arroz uno secano y otro inundado, encontrando una diversidad para bacterias más 
grande en el cultivo secano con respecto al inundado e identificando a Klebsiella 
planticola y Bacillus fusiformis como bacterias predominantes en las condición secana y a 
Clostridium bifermentans y una bacteria no cultivable para la condición inundada. El FISH 
también reveló una predominancia de bacterias Gram positivas con bajo contenido de 
GC en ambos tipos de cultivo. 
 
Adicionalmente Gu y colaboradores (2009), evaluaron el efecto de la fertilización y 
mostraron que la fertilización orgánica e inorgánica sostenida durante más de 20 años en 
cultivos de arroz, tiene un efecto sobre la diversidad bacteriana, siendo la fertilización 
orgánica la que promueve una mayor diversidad genética e incluso aumenta la biomasa 
microbiana. Lopes et al., 2011, evaluaron el efecto del manejo tradicional y orgánico 
sobre la comunidad bacteriana edáfica en parcelas experimentales de cultivo de arroz 
inundado, mostrando diferencias en la estructura de esta comunidad asociadas al tipo de 
manejo. Con respecto al riego Del Castillo 2010, encontró que el agua es un elemento 
determinante de la diversidad y estructura de las comunidades de bacterias rizosféricas 
en cultivos de arroz, al evaluar los cambios en la diversidad y estructura de las 
comunidades luego de la entrada masiva de agua, en parcelas que se habían mantenido 
secas después de la recolección del grano.  También mostró que el riego con aporte de 
materia orgánica diferente, tiene un efecto sobre la estructura de las comunidades 
bacterianas. Las investigaciones descritas anteriormente fueron desarrolladas en campos 
experimentales casi en su totalidad.  En este sentido se destaca la investigación de Del 
Castillo 2010 que se llevó a cabo en cultivos de arroz comercial. 
 
La caracterización taxonómica de las poblaciones predominantes de bacterias y hongos 
en cultivos de arroz fue realizada por Hussain et al., 2011 y Lee et al., 2011.  Los 
primeros investigadores encontraron la predominancia de los filos Proteobacteria y 
Ascomycota para bacterias y hongos respectivamente.  Lee y colaboradores reportan en 
su estudio una distribución de filos de OTUS bacterianos similar a la distribución 
consenso definida para comunidades de bacterias en suelo de Janssen et al., 2006, a 
partir del estudio y análisis de un conjunto de librerías de clones de suelos diversos.  Las 
Proteobacterias representan el 50% del total de OTUS de suelos de arroz secuenciados 
y los Bacterioidetes el 11%, constituyéndose en el segundo filo más abundante. En 
hongos se presenta la predominancia de OTUS del filo ascomycota y del antiguo filo 
zigomycota, re-definido en varios subfilos como Mortierellomycotina (Hoffman et al., 
2011) y Mucoromycotina (Hibbett et al., 2007). 
  
 
4. Materiales y métodos 
4.1  Descripción del área de estudio 
 
El estudio se realizó en 16 fincas o unidades productoras de arroz localizadas en los 
departamentos del Tolima y Meta, las cuales fueron seleccionadas por otros 
investigadores del proyecto global en el que se enmarca este estudio. Se tuvo en cuenta 
que algunas variables entre fincas a nivel de las zonas Tolima y Meta como la variedad 
de arroz cultivada y el estado fenológico de las plantas al momento del muestreo, fueran 
iguales entre las fincas de una misma zona y que se presentaran diferencias entre zonas 
con respecto al tipo de suelo y el manejo.  Las fincas (F1 a F4) que representan el Tolima 
norte, están ubicadas en los municipios de Lérida y Armero y las fincas (F5 a F8) que 
representan el Tolima sur, en los municipios de Saldaña y Purificación (Figura 4-1).  Las 
fincas del Meta (F11 a F14) se localizan en los municipios Castilla la Nueva, Acacías y 
Villavicencio y las fincas (F9, F10, F15 y F16) en Villavicencio (Figura 4-2). Las 
características particulares de cada finca, se resumen en las Tablas 4-1 a 4-4. 
 
Todas las fincas del Tolima y las fincas F9, F10, F15 y F16 del Meta corresponden al 
sistema de siembra secano y las fincas F11 a F14 del Meta al sistema inundado. 
 
Figura 4-1:    Localización de las fincas arroceras del Tolima. 
 
 
 
Fuente: Google Earth v. 4.2 
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Figura 4-2:    Localización de las fincas arroceras del Meta. 
 
 
 
Fuente: Google Earth v. 4.2 
 
Tabla 4-1:     Característica de las fincas y cultivos del Tolima Norte 
 
Característica/ 
Cultivo 
Año Finca 1 Finca 2 Finca 3 Finca 4 
Nombre   El Puente Carmelita Culebras San José 
Geoposición  
4º56”002” N / 
74º53”3.86”W 
4º49”20” N / 
74º55”6.57”W 
4º54”6.09” N/ 
74º53”3.79”W 
4º48”0.29” N/ 
74º59”1.70”W 
Fecha de 
muestreo 
1 O7 Julio /08 07 Julio /08 08 Julio /08 08 Julio /08 
2 26 Oct/09 26 Oct / 09 26 Oct / 09 26 Oct / 09 
Sistema de riego 
1 Inundación Inundación Inundación Inundación 
2 Inundación Inundación Descanso Inundación 
T. de la tierra  Propio Propio Propio Propio 
Municipio  Armero Lérida Lérida Lérida 
Fecha de siembra 
1 20 Abril/08 19 Abríl/08 7 Abríl/08 7 Abríl/08 
2 06 Julio/09 12 Agosto/09 Descanso 1 Agosto/09 
Textura  FArA. F A FA FA 
Humedad 
1 53.2 ND
*1
 45.6 36.1 
2 47.1 42.3 43.7 32.0 
pH 
1 6.1 5.7 5.5 5.5 
2 5.6 5.8 5.7 5.8 
M.O. (%) 
1 3.2 2.9 5.4 2.7 
2 5.8 4.2 4.6 3.1 
Variedad 
1 Fedearroz 60 Fedearroz 60 Fedearroz 60 Fedearroz 60 
2 Colombia 21 Fedearroz 60 Descanso Fedearroz 60 
Densidad de 
siembra 
1 180 kg /ha 166 kg /ha ND 140 kg/ha 
2 219 kg/ha 210 kg/ha ND 225 kg/ha 
Área sembrada 
1 8.0 ha 9.0 ha 6.5  ha 12.0  ha. 
2 10.0 ha 9.0 ha 11.0 ha 14.0 ha 
Producción (kg/ha) 1 9000.0 kg/ha 9687.0 kg/ha 6875.0 kg/ha 8785.0 kg/ha 
 
ND:
 
 No determinado. M.O.: Materia orgánica. 
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Tabla 4-2: Características de las fincas y cultivos del Tolima Sur  
 
Característica/ 
Cultivo 
Año Finca 5 Finca 6 Finca 7 Finca 8 
Nombre Finca  Florida Santa Helena 
Rancho 
Quemado 
El caucho 
Geoposición  
3º55”51.22”N/ 
75º”0” W 
3º52”21” N/ 
74º”58”53”W 
3º54”37” N/ 
75º”55”32”W 
3º53”38” N/ 
74º”59”47”W 
Fecha de 
muestreo 
1 21 Julio /08 21 Julio /08 22 Julio /08 22 Julio /08 
2 5 Oct/09 5 Oct/09 5 Oct/09 5 Oct/09 
Sistema de riego 
1 Inundación Inundación Inundación Inundación 
2 Inundación Descanso Inundación Inundación 
T. de la tierra  Propio Propio Propio Propio 
Municipio  Saldaña Purificación Saldaña Saldaña 
Fecha de siembra 
1 27 Abril/08 28 Abríl/08 29 Abríl/08 13 Abríl/08 
2 ND Descanso 23 Junio/09 23 Junio/09 
Textura  F Ar F Ar F Ar F Ar 
Humedad 
1 47.4 53.7 32.7 52.2 
2 57.9 36.1 37.1 49.9 
pH 
1 5.9 6.3 6.8 5.9 
2 5.8 6.3 5.9 6.3 
M.O (%) 
1 3.0 2.2 2.5 2.2 
2 3.9 3.1 3.6 2.5 
Variedad 
1 Fedearroz 60 Fedearroz 60 Fedearroz 60 Fedearroz 60 
2 Fedearroz 275 Descanso Fedearroz 275 Fedearroz 60 
Densidad de 
siembra 
1 200 kg/ha 200kg/ ha 150 kg /ha 150 kg /ha 
2 ND Descanso 180 kg/ha 200 kg/ha 
área sembrada 
1 1.2 ha 3.0 ha 4.5 ha 13.0 ha. 
2 1.5 ha 3.0 ha 9.0 ha 13.0 ha 
Producción 
(kg/ha) 
1 6437.5 kg/ha 8125.0 kg/ha 9000.0 kg/ha 9125.0 kg/ha 
2 7187.5 kg/ha Descanso 4375.0 kg/ha 6250.0 kg/ha 
 
ND:
 
 No determinado. M.O.: Materia orgánica. 
 
Tabla 4-3: Características de las fincas y cultivos inundados del Meta   
 
Característica/ 
Cultivo 
Año Finca 11 Finca 12 Finca 13 Finca 14 
Nombre Finca  Las doce Capachos La Porfia
1
 La providencia 
Geoposición  
3º44´8.11¨N/ 
73º26¨157¨W 
3º48´0.99¨N/ 
73º29¨195¨W 
3º45´47.66¨N/ 
73º25¨25.86¨W 
4º04´0.39¨N/ 
73º9¨312¨W 
Fecha de 
muestreo 
1 13 Ag /08 13 Ag /08 13 Ag /08 14 Ag /08 
2 1 Jul / 09 1 Jul / 09 1 Jul / 09 2 Jul /09 
Sistema de riego 
1 Inundado Inundado Inundado Inundado 
2 Inundado Descanso Inundado Descanso 
Tenencia Tierra  Arriendo Propio Arriendo Arriendo 
Municipio  
Castilla  la 
Nueva - 
Castilla  la 
Nueva - 
Acacias Villavicencio 
Fecha de 
siembra 
1 8 Abril /08 12 Abril /08 15 Abril/08 8 Febrero/08 
2 25 Mayo/09 Descanso 25 marzo/09 Descanso 
Textura 
1 Far Far F F 
2 Far FArA Far F 
Humedad (%) 
1 52.3 62.0 72.3 33.1 
2 54.0 55.5 44.3 42.0 
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Tabla 4-3: (Continuación) 
 
Característica/ 
Cultivo 
Año Finca 11 Finca 12 Finca 13 Finca 14 
pH 
1 5.4 5.3 5.2 5.7 
2 5.5 5.5 5.5 5.7 
M.O. (%) 
1 2.7 2.7 3.3 2.0 
2 2.9 3.0 2.1 2.7 
Variedad 
1 Fedearroz 369 Fedearroz 369 Fedearroz 369 Fedearroz 369 
2 Fortaleza Descanso Fedearroz 369 Descanso 
Área sembrada 
1 12 ha 10 ha ND 20.0 ha 
2 12 ha Descanso 10.0 ha Descanso 
Producción 
1 5300 kg/ha 6200 kg/ha 6700 kg/ha 5625 kg/ha 
2 4935 kg/ha Descanso 5937kg/ha Descanso 
 
ND:
 
 No determinado. M.O.: Materia orgánica.
 1 
La finca 13 no pudo ser muestreada en el año dos 
porque se encontraba en extinción de dominio, por lo que fue remplazada por la finca Corrosal de 
la vereda San Lorenzo con coordenadas 3º46´7.21¨N / 73º27¨314¨W. 
 
Tabla 4-4:  Características de las fincas y cultivos secanos del Meta 
 
Característica/ 
Cultivo 
Año Finca 9 Finca 10 Finca 15 Finca 16 
Nombre   Jamaica La Isla Paramaribo Santa Rosita 
Geoposición  
3º59´905¨N/ 
73º13¨566¨W 
3º59´905¨N/ 
73º13¨566¨W 
4º01¨8.61¨N/ 
73º28¨706¨W 
4º02¨2.60¨N/ 
73º29¨58¨W 
Fecha de 
muestreo 
1 12 Ag /08 12 Ag /08 14 Ag /08 14 Ag /08 
2 2 Jul / 09 2 Jul /09 3 Jul / 09 3 Jul /09 
Sistema de riego 
1 Secano Secano Secano Secano 
2 Secano Secano Descanso Secano 
Tenencia Tierra  Arriendo Arriendo Arriendo Arriendo 
Municipio 1 Villavicencio Villavicencio Villavicencio Villavicencio 
Fecha de 
siembra 
1 7 Mayo / 08 11 mayo / 08 8 Abril/08 16 Abril/08 
2 6 Mayo / 09 15 Mayo/09 Descanso 14 Mayo 
Textura 
1 Far F F F 
2 FArL Far FL Far 
Humedad (%) 
1 37.0 40.0 31.4 36.1 
2 44.7 51.5 76.7 50.7 
pH 
1 4.9 4.8 4.6 4.5 
2 5.6 5.2 5.3 5.2 
M.O. (%) 
1 2.7 2.8 3.2 2.7 
2 2.9 3.3 2.8 3.4 
Variedad 
1 Fedearroz 369 Fortaleza Fedearroz 369 Fedearroz 369 
2 Fedearroz 174 Fedearroz 174 Descanso 
Improarroz 
15-50 
Área sembrada 
1 19 ha 15 ha 12 .0 ha 18.0 ha 
2 8 ha 11 ha Descanso 3.5 ha 
Producción 
1 5938 kg/ha 4688 kg/ha 5687 kg/ha 5500 kg/ha 
2 6875 kg/ha 6812 kg/ha Descanso 5937 kg/ha 
 
ND:
 
 No determinado, M.O.: Materia orgánica 
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4.2  Diseño de muestreo 
 
Los análisis de las comunidades microbianas se realizaron para dos eventos de 
muestreo en dos años consecutivos. En cada finca se tomaron en zigzag 15 submuestras 
de suelo rizosférico/raíces que se mezclaron homogéneamente y se dividieron en tres, lo 
que permitió obtener tres réplicas de muestra compuesta por finca. La toma de muestras 
de suelo fue realizada por otros investigadores del proyecto global en el que se enmarca 
este trabajo. Posteriormente las muestras fueron depositadas en bolsas de propileno y se 
almacenaron a -20°C para los posteriores análisis fisicoquímicos del suelo y de 
diversidad y estructura de las comunidades de bacterias y hongos rizosféricas. 
 
4.3  Análisis fisicoquímico de suelos 
 
El análisis físico-químico de los suelos se realizó dentro del proyecto en el cual se 
enmarca el presente trabajo, según técnicas estándares evaluando los siguientes 
parámetros: pH (según la relación suelo/agua 1:1 p/v), carbono orgánico, iones 
intercambiables Ca, K, Mg y Na (que fueron extraídos con acetato de amonio 1N pH 7), 
la capacidad de intercambio catiónico, CIC (mediante desplazamiento del NH4
+ 
intercambiado con NaCl 1M), Acidez de cambio, AI (por extracción con KCl 1M); P 
aprovechable (por el método de Bray II), Cu, Fe, Mn, Zn (por extracción con DTPA), B 
(con extracción con fosfato monobásico, Azometina-H), textura (por el método de 
Bouyoucos), nitrógeno total, NT (mediante el método de semi-micro Kjeldahl), amonio y 
nitrato (por extracción con KCl 2N y destilación con MgO y aleación de Devarda 
respectivamente). (A.O.A.C., 1984) 
 
4.4 Determinación de la diversidad de bacterias y hongos 
 
La diversidad y estructura de las comunidades de bacterias y hongos asociadas a la 
rizosfera de las fincas evaluadas se determinó con la técnica de huella genética PCR-
DGGE que requiere de los siguientes pasos: 1. Extracción de DNA total del suelo 
rizosférico; 2. Amplificación por PCR del marcador filogenético seleccionado para el 
análisis de huella genética; 3.  Electroforesis en condición denaturante de los 
amplificados del marcador filogenético y 4. Análisis de los perfiles genéticos obtenidos. 
 
4.4.1  Extracción de DNA total de suelo rizosférico.  Para la extracción 
de DNA total de suelo rizosférico se utilizó el kit de extracción Power Soil de MoBio, 
según instrucciones de la casa comercial (http://www.mobio.com/images/-
custom/file/protocol/12888.pdf).  El DNA extraído fue evaluado en gel de agarosa al 0.8% 
y almacenado a -20 ºC para utilizarlo posteriormente en los diferentes ensayos 
moleculares. 
 
4.4.2  Selección de primers de los marcadores filogenéticos de 
bacterias y hongos seleccionados.  Inicialmente se evaluaron los juegos de 
primers universales 338F-GC/518R y pC’/pD’-GC que amplifican la región variable V3 del 
gen ribosomal 16S en bacterias, seleccionada como marcador para los análisis de huella 
genética (Figura 4-3) y las parejas de primers EF4/ITS4 e ITS1F-GC/ITS2 utilizados para 
amplificar mediante PCR anidada para los análisis de huella genética de hongos, el 
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espaciador transcrito interno (ITS1-ITS2) y el gen 5.8S (Figura 4-4).  Las secuencias y 
especificaciones de los primers se describen en las Tabla 4-5 y 4-6 respectivamente. 
 
La PCR anidada fue seleccionada en la amplificación del marcador filogenético en 
hongos, porque el anidamiento, permite obtener copias de genes que se encuentran en 
bajo número de copias y provienen de muestras ambientales como el suelo, las cuales 
pueden contener inhibidores de la PCR.  Siendo la amplificación del DNA más crítica en 
hongos que en bacterias (Anderson et al., 2003; Mahmood et al., 2006). 
 
Figura 4-3:   Diagrama de PCR para amplificar la región variable V3 del gen 
ribosomal 16S de bacterias 
 
 
 
Figura 4-4:   Diagrama de PCR anidada para amplificar la región ITS1-ITS2 de 
hongos 
 
 
 
Tabla 4-5:  Primers universales de bacterias evaluados  
 
Primer Dirección Secuencia (5’ a 3’) Sitio blanco Referencia 
338F-GC
 1 
sentido ACTCCTACGGGAGGCAGCAG 338-357 Muyzer et al., 1993 
518R antisentido ATTACCGCGGCTGCTGG 518-534 Muyzer et al., 1993 
pC’ sentido CTACGGGAGGCAGCAGTGGG 341-361 Edwards et al., 1989 
pD’-GC antisentido GTATTACCGCGGCTGCTG 518-536 Edwards et al., 1989 
 
1
 GC corresponde a la siguiente secuencia rica en GC: 5’-CGCCCGCCGCGCCCCGCGC 
CCGTCCCGCCGCCCCCGCCCG-3’, unida al extremo de uno de los primers (Muyzer et al., 
1993). 
 
La evaluación se realizó de acuerdo a la estandarización de la amplificación con cada 
juego de primers, mediante comparación de los amplificados en geles de agarosa al 
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1.8% teñidos con Sybr Safe y evaluando la calidad de los perfiles genéticos obtenidos 
por DGGE, mediante valoración simultánea del gradiente de denaturación. 
 
Tabla 4-6:  Primers universales de hongos evaluados 
 
Primer Dirección Secuencia (5’ a 3’) Sitio 
blanco 
Referencia 
EF4 sentido GGAAGGGRTGTATTTATTAG rRNA 18S Smit et al., 1999 
ITS1F-GC sentido CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA ITS Gardes & Bruns, 1993 
ITS2 Antisentido GCTGCGTTCTTCATCGATGC ITS White et al., 1990 
ITS4 Antisentido TCCTCCGCTTATTGATATGC ITS White et al., 1990 
 
4.4.3  Amplificación del gen ribosomal 16S de bacterias.  Para 
evaluar los diferentes juegos de primers del gen ribosomal 16S y optimizar la PCR, se 
realizaron reacciones en 25 μl de volumen final, utilizando inicialmente las condiciones y 
programas de amplificación que se describen en las Tablas 4-7 y 4-8 y modificando a 
continuación de acuerdo a los resultados, la concentración de DNA, Taq polimerasa y 
MgCl2. Todas las PCR fueron realizadas en un termociclador S1000 de Biorad. 
 
Tabla 4-7:     Condiciones de PCR iniciales para primers de bacteria 
 
Reactivo 
(Concentración inicial) 
Concentración Final 
338F GC/518R 
2 
pC’/pD’ GC 
 
Buffer 10x 
1 
1x 1x 
MgCl2 (50mM) 2 mM 2 mM 
dNTPs (10 mM) 0.1 mM 0.2 mM 
Primer F (10 μM) 0.5 μM 0.2 μM 
Primer R (10 μM) 0.5 μM 0.2 μM 
BSA (10%) 0.1% - 
DMSO (100%) - 5% 
Taq polimerasa (5U/ul ) 0.05 U 0.05 U 
 
1
 Buffer 10X y Taq polimerasa (Bioline). La composición del buffer es 10 mM Tris-HCl pH 8.3; 50 
mM KCl, 
2
 Øvreås et al., 1997.  
 
Tabla 4-8:   Programa de amplificación de PCR de primers de bacterias 
 
Etapa Ciclos 
Temperatura y tiempo 
Ciclos 
Temperatura y tiempo 
338F GC/518R pC’/pD’ GC 
Denaturación inicial 1 92ºC / 2 min 1 94ºC / 5 min 
Denaturación 
30 
92ºC / 1 min 
30 
94ºC / 1 min 
Anillado 55ºC / 0.30 min 
65ºC / 0.4 min  
↓ 0.3ºC/ciclo 
Extensión 72ºC / 1 min 72ºC / 1.30 min 
Extensión final 1 72ºC / 6 min 1 72ºC / 10 min 
 
4.4.4  Amplificación de la región ITS1-ITS4 en hongos.  Los primers 
EF4/ITS4 se usaron para producir amplificados del gen 18S y la región ITS1-ITS2 de 
hongos, con el fin de utilizarlos posteriormente como plantilla en una PCR anidada. Las 
otras dos parejas de primers se evaluaron en PCR anidada y directa.  Las condiciones y 
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programas de amplificación iniciales (Anderson et al., 2003) se describen en las Tablas 
4-9 y 4-10 respectivamente. 
 
Para optimizar la PCR con los diferentes juegos de primers de hongos, se realizaron 
ensayos en 25 μl de volumen de reacción final, modificando la concentración de DNA, 
Taq polimerasa, MgCl2 y la temperatura de anillado.  
 
Tabla 4-9:      Condiciones de PCR iniciales para primers de hongos 
 
Reactivo 
(Concentración inicial) 
Concentración Final 
EF4/ITS4 ITS1F GC/ITS4 ITSF GC/ITS2 
Buffer 10x 
1 
1x 1x 1x 
MgCl2 (50mM) 2.0 mM 2.0 mM 2.0 mM 
dNTPs (10 mM) 0.25 mM 0.5 mM 0.25 mM 
Primer F (10 μM) 0.4 μM 0.5 μM 0.4 μM 
Primer R (10 μM) 0.4 μM 0.5 μM 0.4 μM 
BSA 10% 0.04% - - 
DMSO 100% - 5% - 
Tap polimerasa (5U/ul) 0.05 U 0.05 U 0.05 U 
 
1
 Buffer 10X y Taq polimerasa (Bioline). 
 
Tabla 4-10:      Programa de amplificación de PCR de primers de hongos 
 
Etapa Ciclos 
Temperatura y tiempo 
Ciclos 
Temperatura y tiempo 
EF4/ITS4 y ITS1F-GC/ITS2 ITS1F-GC/ITS4 
Denaturación inicial 1 94ºC / 5 min 1 94ºC / 5 min 
Denaturación 
30 
94ºC / 30 seg 
30 
94ºC / 1 min 
Anillado 55ºC / 30 seg 55ºC / 1 min 
Extensión 72ºC / 30 seg 72ºC / 2 min 
Extensión final 1 72ºC / 5 min 1 72ºC / 10 min 
 
Todas las PCR de hongos se realizaron en un termociclador S1000 de Biorad. 
 
4.4.5  Electroforesis con gradiente denaturante (DGGE).  Inicialmente 
se comparó la calidad de los perfiles utilizando diferentes gradientes de denaturación, 
con el fin de seleccionar el que permitía obtener los mejores patrones genéticos de los 
marcadores seleccionados. La electroforesis se realizó en geles de 
acrilamida:bisacrilamida (ver anexo A). El gradiente denaturante de los geles se obtuvo 
con el formador de gradiente Hoeffer y dos soluciones con diferente porcentaje de 
denaturación, preparadas a partir de la  soluciones 0% y 100% denaturantes (ver anexo 
A). Los geles se realizaron mediante montaje de sándwich de 16 x 16 x 1 mm, utilizando 
peines de 16 y 20 pozos (BioRad Laboratorios USA). Para la electroforesis se utilizó el 
sistema universal de detección de mutaciones Dcode (BioRad), programando y 
manteniendo constantes las condiciones de corrida (80V, durante 16 horas a 60ºC).  El 
montaje del sándwich y del sistema se realizó de acuerdo al catálogo número 170-9080 
de Biorad (http://www.bio-rad.com/webroot/web/pdf/lsr/literature/M1709080C.pdf). 
 
La cantidad de producto PCR del gen ribosomal 16S o región ITS1-ITS2 cargada en los 
pozos de los geles de acrilamida, se unificó para todas las muestras.  El producto PCR 
 37 
 
fue cuantificado en gel de agarosa al 1.8% teñido con sybr safe, utilizando el marcador 
de peso molecular HyperLadder IV de (Bioline) y el programa Quantity One.  De acuerdo 
a esta cuantificación, se ajustó el volumen de producto PCR y se cargó una cantidad 
estándar de DNA, entre  400-500 ng, utilizando el buffer de carga 2x, cuya preparación 
se describe en el anexo A. 
 
La tinción se realizó por una hora en una solución buffer TAE 1x (Tris- Acetato-
EDTA)/Sybr Gold 1x.  Las imágenes de los geles fueron capturadas en un analizador de 
imágenes (BioRad). 
 
4.4.6  Análisis del perfil de bandas de geles de DGGE.  Con las 
imágenes digitalizadas de los geles y utilizando el software de análisis Quantity One, 
versión 4 (BioRad Laboratorios, USA), se diseñaron matrices binarias de presencia – 
ausencia marcando las bandas de los geles que se encontraban dentro de un rango de 
pixelaje definido y matrices de distancia, mediante una estandarización del patrón de 
bandas, asignando a cada banda una posición y una intensidad relativa, asumiendo cada 
banda marcada como un OTU y la abundancia de cada OTU según la intensidad en 
pixeles de cada OTU. Las matrices de presencia-ausencia se utilizaron para hacer 
análisis de clusters con el programa PAST v.1.69 y a partir de las matrices de 
abundancia se calculó, utilizando igualmente el programa PAST v.1.69., la riqueza y los 
índices de dominancia de Simpson (D), diversidad de Shannon-Weiner (H’) y 
equitatividad de Pielou (J’) (Magurran, 1989; ver anexo C). 
 
4.5 Elución de bandas y clonación  
 
La elución y la clonación se realizaron con el objeto de recuperar el DNA de algunos 
OTUS de los geles de DGGE, con el fin de secuenciarlos e identificar las poblaciones de 
bacterias y hongos rizosféricos predominantes en las fincas evaluadas del año dos. 
 
4.5.1 Elución de bandas.  El DNA de las bandas seleccionadas fue recuperado 
con el corte (con punta de micropipeta estéril) y resuspensión, de las bandas en agua 
Milli-Q, que se dejaron toda la noche a 4 ºC. Posteriormente el DNA eluído, se 
reamplificó por PCR utilizando la pareja de primers que fue seleccionada para los 
ensayos de DGGE y las condiciones de reacción optimizadas que se describen en el 
capítulo de resultados.  Seguidamente el producto PCR fue purificado con el kit de 
purificación Wizard® SV Gel and PCR Clean-Up System de PROMEGA, de acuerdo a las 
instrucciones de la casa comercial (Technical Bulletin No. 308, 
http://www.ebiotrade.com/buyf/productsf/Promega/tb308.pdf). De manera resumida la 
purificación del producto PCR utilizando el kit comercial, consiste en la fijación del DNA a 
una columna de sílice, mediante la acción de un agente fijador del DNA a la membrana 
(solución de fijación), ciclos posteriores de lavado del DNA con etanol para eliminar las 
impurezas y la recuperación del DNA purificado mediante elución con agua Milli-Q libre 
de RNAsas. 
 
4.5.2 Clonación. Debido a que fue imposible obtener buenos electroferogramas y 
por lo tanto secuencias de óptima calidad, a partir de la amplificación y secuenciación 
directa del DNA eluído, se decidió clonar el DNA recuperado luego del corte y la elución; 
al comprender que cada banda que representaba de forma teórica una única secuencia, 
contenía en la práctica más de una secuencia, que generaba durante la secuenciación 
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ruidos e interferencias que se traducían en secuencias de mala calidad. El producto PCR 
obtenido luego de la amplificación y purificación del DNA eluído, fue clonado con el Kit 
pGEM-T-easy (PROMEGA, Technical Manual No. 042), siguiendo los procedimientos 
que se describen a continuación: 
 
1. Ligación. Primero se centrifugaron el vector y el inserto control y a continuación se 
mezclaron los reactivos de las reacciones de ligación estándar y controles positivo y 
negativo en volumen final de 5 μl; como está especificado en la Tabla 4-11. 
 
Tabla 4-11:   Composición de reacciones de ligación 
 
Reactivo Reacción estándar Control positivo Control negativo 
Buffer de Ligación 2.5 μl 2.5 μl 2.5 μl 
Vector 0.5 μl 0.5 μl 0.5 μl 
Producto PCR x μl 
1 
- - 
Inserto Control - 1 μl - 
Ligasa T4 DNA 0.5 μl 0.5 μl 0.5 μl 
Agua x μl 0.5 μl 1.5 μl 
Volumen final 5 μl 5 μl 5 μl 
 
1
 La cantidad de producto PCR fue calculado para una relación molar 3:1 vector/producto PCR. 
 
A continuación la mezcla se dejó incubando durante 1h a temperatura ambiente o 
durante toda la noche (overnight, ON) a 4ºC. 
 
Para calcular la cantidad de producto PCR una vez definida la relación molar, se utilizó la 
siguiente fórmula: 
 
 
 
2. Transformación. Para la transformación se utilizaron células competentes de 
Escherichia coli DH5α, producidas en el laboratorio mediante el siguiente procedimiento: 
 
 Se incubó ON a 37ºC y agitación constante de 150 rpm, una colonia de un cultivo 
puro de E. coli DH5α en caldo LB (Luria-Bertani) 
 
 La mezcla de 50 ml de caldo LB y dos ml del cultivo anterior se dejó incubando a 
37ºC en agitación constante (150 rpm) durante aproximadamente 3h, hasta que el 
cultivo alcanzó una densidad óptica entre 0.4 – 0.6, que se confirmó midiendo la 
absorbancia en espectrofotómetro a una longitud de onda de 600 nm. 
 
 Alcanzada la densidad óptica deseada, se tomaron volúmenes de 10 ml del cultivo en 
tubos Falcon® pre enfriados que se dejaron en una mezcla de agua-hielo durante 10 
min. 
 
 El cultivo fue centrifugado a una velocidad de 6000 rpm y una temperatura de 4ºC 
durante 5 min, con el fin de recuperar el paquete celular que a continuación fue 
resuspendido en 5 ml de CaCl2 0.1 M (½ del volumen del cultivo inicial). 
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 La suspensión se dejó enfriando en la mezcla agua-hielo durante 20 minutos.  
Pasado el tiempo se centrifugó a 5000 rpm y 4ºC, durante 5 min. 
 
 Las células fueron nuevamente resuspendidas en 1 ml de CaCl2 0.1 M (1/10 del 
volumen de cultivo inicial).  A continuación la suspensión se dejó en agua-hielo 
durante 10 min y luego se centrifugó como en el paso anterior. 
 
 Finalmente, el paquete de células nuevamente recuperado se re-suspendió en 0.5 ml 
de CaCl2 0.1 M (1/20 del volumen de cultivo inicial), dejando la suspensión en hielo-
agua durante diez minutos. 
 
En este punto la suspensión de células había adquirido la competencia por lo que se 
procedió a realizar la transformación, mediante el siguiente procedimiento: 
 
 Se mezclaron volúmenes de 50 μl de células con 5 μl de las reacciones de ligación, 
en las que se esperó se hubiera producido DNA recombinante. 
 
 Cada mezcla se dejó en hielo durante 20 min.  A continuación las células se 
sometieron a choque térmico a 42ºC en baño de María durante 50 seg y completado 
el tiempo se dejaron en hielo por dos minutos. 
 
 Como último paso cada tubo con la mezcla células-DNA se dejó incubando durante 
2h a 37ºC y agitación constante de 150 rpm, luego de agregar un volumen de 100 μl 
de caldo LB en cada tubo. 
 
De forma paralela al procedimiento anterior se incluyeron los controles positivo y negativo 
de la transformación.  En el control negativo no hubo adición de DNA mientras que en el 
control positivo las células competentes fueron mezcladas con 2 μl de un plásmido 
pUC18 sin cortar de concentración desconocida. 
 
3. Screening de transformantes y recombinantes. Teniendo en cuenta que el vector de 
clonación p-GEM T-easy es un plásmido de aproximadamente 3000 pb, que tiene el gen 
de resistencia a la ampicilina, el operador y operon lac y el codón de inicio lacZ, el 
screening de transformantes y recombinantes se realizó mediante el plaqueo de las 
células transformantes, en cajas Agar-LB-Ampicilina-IPTG/X-Gal (ver anexo B) que se 
incubaron durante 24h a 37ºC.  Por cada banda se seleccionaron dos colonias positivas 
de la transformación, correspondientes a dos clones de producto PCR, los cuales se 
cultivaron ON en caldo LB/Ampicilina (100 μl/ml).   
 
A continuación se tomó y se calentó a 96ºC durante 5 minutos, un volumen de 50 μl de 
cultivo, para obtener una suspensión de células y DNA del cultivo.  Luego se utilizaron 3 
μl de la suspensión como DNA plantilla, en una PCR  con los primers del vector M13F 
(5´-GTAAAACGACGGCCAG) y M13R (5´-CAGGAAACAGCTATGAC-3´)  con el fin de 
amplificar los fragmentos clonados. Las condiciones de PCR y programa de amplificación 
se describen en las Tablas 4-12 y 4-13.  La clonación y la calidad de los amplicones del 
producto PCR clonado fueron confirmadas mediante electroforesis en geles de agarosa 
al 1.8% que permitieron identificar los fragmentos de tamaño esperado. 
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Tabla 4-12:   Condiciones de PCR para primers M13F/M13R 
 
Reactivo 
(Concentración inicial) 
Concentración final 
Buffer 10x 
1 
1x 
MgCl2 (50mM) 2.0 mM 
dNTPs (10 mM) 0.2 mM 
Primer M13F (10 μM) 0.4 μM 
Primer M13R (10 μM) 0.4 μM 
Tap polimerasa (5U/ul) 0.05 U 
 
1 
Buffer 10X y Taq polimerasa (Bioline). 
 
Tabla 4-13:   Programa de amplificación de PCR de primers M13F/M13R  
 
Etapa Ciclos Temperatura / tiempo 
Denaturación inicial 1 94ºC / 2 min 
Denaturación 
25 
94ºC / 1 min 
Anillado 55ºC / 1 min 
Extensión 72ºC / 1 min 
Extensión final 1 72ºC / 7 min 
 
4.6  Secuenciación y asignación y análisis filogenéticos 
 
Los amplificados se enviaron a secuenciar a la empresa Macrogen en Corea.  Una vez 
obtenidas las secuencias se realizó la eliminación manual de la secuencia del vector y la 
asignación taxonómica utilizando las bases de datos RDP, Ribosomal Database Projet 
(http://rdp.cme.msu.edu/seqmatch/seqmatch_intro.jsp) y BLAST del NCBI 
(www.ncbi.nlm.nih.gov). A cada secuencia de bacterias se le asignó la secuencia con el 
mejor score de la base de datos BLAST del NCBI que estaba incluida también en la base 
de datos curada RDP. A cada secuencia de hongos se le asignó la secuencia con el 
mejor score de la base de datos del NCBI. Posteriormente todas las secuencias 
generadas y diferentes; se ingresaron en el Genbank del NCBI, y se encuentran 
disponibles con los números de accesión KC785456.1 a KC785522.1 para bacterias y 
KC869696.1 a KC869740.1 para hongos. 
 
A continuación se realizaron árboles filogenéticos de los OTUS de bacterias y hongos, 
adicionando en los análisis, secuencias disponibles en el Genbank de grupos 
taxonómicos diferentes, como controles internos y secuencias del trabajo de Lee y 
colaboradores 2011, con el fin de utilizarlas con fines comparativos.  Para bacterias se 
incluyeron secuencias de los filos Verrucomicrobia, Bacterioidetes, Acidobacteria, 
Actinobacteria (género Streptomyces), Spirochaetes, Armatimonadetes e Ignavibacteria, 
de las familias Anaerolineaceae y Rhodospirillaceae (género Azospirillum) y de los 
géneros Nitrospira, Bacillus, Clostridium, Anaeromyxobacter, Pseudomonas, 
Paludibacter, Burkholderia y Methylomonas.  Para hongos se incluyeron secuencias de 
los filos Ascomycota y Basidiomicota y de los subfilos Mortierellomycotina y 
Mucoromycotina, de acuerdo a la clasificación definida a la fecha en el NCBI. 
 
Estas secuencias fueron editadas para asegurar la comparación en sentido estricto del 
mismo segmento del gen ribosomal 16S en bacterias y la región ITS1 e ITS2 en hongos.  
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Para ello se realizó un alineamiento múltiple de todas las secuencias utilizando el 
programa clustalW (http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalw2/) y luego se cortaron 
manualmente los extremos adicionales de las secuencias control y de Lee et al. 2011. 
Con el conjunto de las secuencias editadas; se realizó un análisis filogenético basado en 
un análisis rápido de neighbor-joining y un análisis más robusto de parsimonia utilizando 
el programa PAUP v. 4.04b (Swofford 2002).  Para el análisis de parsimonia se realizaron 
búsquedas heurísticas de 100 árboles parsimoniosos y 1000 réplicas de soporte de 
bootstrap y jacknife.  Luego se seleccionaron un árbol de los 100 al azar y el árbol 
consenso de los 100 árboles. Para finalizar se analizaron las topologías de cada uno de 
los árboles generados. 
 
4.7  Ensayo de efecto rizosférico 
 
De acuerdo a resultados parciales que se describen en el capítulo de “Resultados y 
discusión”, se determinó hacer un ensayo para evaluar el efecto de dos variedades de 
arroz sobre la estructura bacteriana rizosférica y de esta manera confirmar o refutar la 
primera hipótesis de trabajo que fue validada con los resultados parciales, mediante 
condiciones controladas de invernadero y un diseño experimental que excluyera la 
variabilidad de algunos parámetros de manejo de las fincas comerciales evaluadas, pero 
introdujera el análisis de la variedad de arroz sembrada que fue diferente entre zonas. El 
diseño experimental del ensayo en el que se incluyeron cuatro tratamientos dos suelo de 
las zonas Tolima (suelo finca 1) y Meta (suelo finca 9), cada uno sembrado por separado 
con las dos variedades de arroz (FEDEARROZ 60 y FEDEARROZ 369), se resumen en 
la Figura 4-5 y consistió en un montaje en invernadero de 24 materas por tratamiento.  
Cada matera contenía 300 g de suelo y 3 semillas. Como tratamiento control se utilizaron 
materas sin semillas. Antes de la siembra, las semillas fueron desinfectadas con lavados 
por seis minutos, primero con etanol al 70% y a continuación con NaClO2.  Luego de 
cada paso de desinfección se realizaron lavados con abundante agua para remover el 
exceso de etanol y NaClO2. 
 
Figura 4-5:   Tratamientos del ensayo de efecto rizosférico 
 
 
 
Después de la siembra y hasta finalizar el ensayo, las materas fueron irrigadas cada siete 
días por capilaridad con agua de grifo y fertilizadas cada quince días con 50 ml de una 
solución de Hoagland al 50% (Hoagland and Arnon, 1950). Se tomaron muestras de 
suelo en el momento previo a la siembra (tiempo cero) e igualmente a los 40 y 80 días de 
crecimiento, se tomaron y mezclaron 40 g de suelo rizosférico-raíces de ocho materas 
por tratamiento, para conformar 3 muestras integrales (3 réplicas), las cuales se 
conservaron a -70ºC. La determinación del efecto de cada tratamiento sobre la estructura 
de la comunidad bacteriana se realizó mediante DGGE del gen ribosomal16S a partir del 
DNA total extraído de las muestras de suelo de cada tratamiento a los 0, 40 y 80 días, de 
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acuerdo a los protocolos estandarizados para la amplificación del gen ribosomal16S y 
para la realización del DGGE de este gen; descritos en los capítulos de materiales y 
métodos y resultados.  
 
4.8  Análisis estadístico 
 
El análisis estadístico del DGGE se realizó mediante análisis de clusters utilizando el 
programa PAST v 1.69 (Hammer et al., 2001).  Para el análisis conjunto de los resultados 
del DGGE y las propiedades fisicoquímicas de los suelos, se realizó un análisis 
multivariado utilizando el programa CANOCO v. 4.5, mediante Análisis de Componentes 
principales (ACP) y Análisis de Correspondencia Canónica (ACC) (Fromin et al., 2007). 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
5. Resultados y discusión 
5.1  Análisis físico-químico 
 
Los resultados del análisis físico-químico que se describen a continuación fueron 
entregados por el proyecto en el cual se enmarca el presente trabajo (Castilla et al., 
2012). Este análisis incluyó la comparación estadística de las variables físico-químicas 
entre zonas y sistemas de siembra y el análisis multivariado mediante un ACP de todos 
los parámetros físico-químicos entre fincas y tiempo de muestreo. 
 
5.1.1  Análisis Físico-Químico fincas del Tolima.  En la Tabla 5-1 se 
presenta el análisis estadístico de los parámetros físico-químicos de las fincas del Tolima 
por zona, para los dos años de muestreo. 
 
Tabla 5-1: Comparación de parámetros fisicoquímicos fincas Tolima años 1 y 2 
 
Parámetros 
Tolima Norte Tolima Sur  
año 1 año 2 año 1  año 2  
Media ES   Media ES   Media ES   Media ES   
pH  5,70 0,14 NS 5,73 0,04 NS 6,23 0,21 NS 6,07 0,12 NS 
% C.O  2,07 0,37 NS 2,56 0,32 NS 1,56 0,12 NS 1,90 0,18 NS 
% M.O  3,56 0,63 NS 4,40 0,56 NS 2,48 0,18 NS 3,27 0,32 NS 
Ca (meq/100g) 5,29 1,05 b 5,12 0,64 b 14,65 1,44 a 14,20 1,16 a 
Mg (meq/100g)  2,04 0,55 NS 1,86 0,30 NS 3,31 0,59 NS 3,39 0,63 NS 
K (meq/100g) 0,26 0,03 NS 0,23 0,04 NS 0,37 0,06 NS 0,33 0,07 NS 
Ca/Mg  2,71 0,17 b 2,81 0,15 b 4,61 0,42 a 4,43 0,49 a 
Mg/K  7,68 1,33 NS 8,24 0,49 NS 8,94 0,79 NS 10,63 1,53 NS 
Ca/K  20,45 2,61 b 23,05 1,61 b 41,62 6,30 a 45,79 5,33 a 
Ca+Mg/K  28,12 3,86 c 31,29 1,97 cb 50,80 7,12 ba 56,42 6,50 a 
Na (meq/100g) 0,17 0,03 NS 0,18 0,01 NS 0,23 0,01 NS 0,21 0,02 NS 
Al (meq/100g) 0,00 0,00 NS 0,00 0,00 NS 0,00 0,00 NS 0,00 0,00 NS 
CIC (meq/100g) 12,33 1,74 c 13,68 1,58 cb 19,03 1,18 ba 20,13 1,52 a 
 
% C.O (Carbono), % M.O (Materia orgánica), Ca (Calcio), Mg (Magnesio), K (Potasio), Na (Sodio) 
Al (Acidez intercambiable, CIC (Capacidad de intercambio catiónico), NS (no significativo), ES 
(error estándar).  Letras distintas significan diferencias estadísticamente significativas según 
análisis de comparaciones múltiples de Tukey. 
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Tabla 5-1:  (Continuación) 
 
Parámetros 
Tolima Norte Tolima Sur  
año 1 año 2  año 1  año 2 
Media ES   Media ES   Media ES   Media ES   
P (mg/Kg) 19,12 9,92 NS 13,68 4,42 NS 30,93 4,22 NS 29,68 3,44 NS 
Cu (mg/Kg) 2,81 0,82 NS 2,46 0,89 NS 5,36 0,56 NS 5,40 0,89 NS 
Fe (mg/Kg) 254,25 39,18 NS 170,25 34,47 NS 289,50 45,06 NS 169,75 39,16 NS 
Mn (mg/Kg) 166,38 50,62 ba 293,65 93,45 a 74,33 17,08 ba 37,63 7,11 b 
Zn (mg/Kg) 6,44 0,75 NS 4,88 0,38 NS 5,44 0,92 NS 3,70 0,51 NS 
B (mg/Kg) 0,34 0,04 ba 0,40 0,04 a 0,25 0,02 b 0,31 0,02 ba 
% Ar  19,75 4,87 NS 18,00 3,11 NS 31,00 1,73 NS 31,00 1,41 NS 
% L  18,25 1,11 b 22,50 5,06 ba 35,00 2,86 a 33,50 1,26 a 
% A  62,00 5,69 a 59,50 5,68 a 33,75 3,66 b 35,50 1,71 b 
% NT  0,20 0,03 NS 0,19 0,02 NS 0,14 0,01 NS 0,16 0,02 NS 
NH4 (mg/Kg)  13,15 1,99 NS 13,77 6,16 NS 2,99 1,49 NS 21,70 7,22 NS 
NO3 (mg/Kg) 7,46 1,26 NS 8,09 2,11 NS 3,00 1,21 NS 16,79 7,56 NS 
% H  43,74 3,52 NS 41,18 3,22 NS 46,50 4,79 NS 45,25 5,31 NS 
S (mg/Kg) ND 
  
54,68 16,24 a ND 
  
10,80 2,53 b 
 
P (Fósforo), Cu (Cobre), Fe (Hierro), Mn (Manganeso), Zn (Zinc), B (Boro), % NT (Nitrógeno total), 
NH4 (Amonio), NO3 (Nitrato), % H (Humedad), % Ar (Arcillas), % L (Limo),% A (Arena), S (azufre), 
ND (No determinado), NS (No significativo) ES (error estándar). 
 
El análisis estadístico para los parámetros físico-químicos de las fincas del Tolima no 
mostró diferencias entre regiones para algunas variables como % M.O, % CO, K, P y % 
nitrógeno total para las zonas muestreadas, pero diferenció las zonas norte y sur para 
parámetros como Ca, Ca.Mg-1, Ca.K-1, (Ca+Mg).K-1, CIC, Cu, limo y arcilla que fueron 
más altos en los suelos del Tolima Sur y Mn, B y S que fueron más altos en el Tolima 
norte (Tabla 5-1) revelando la existencia de dos grupos de suelos que se corresponden 
con las zonas.  En el Tolima sur la fertilidad es media y los suelos son ligeramente 
ácidos, con altas concentraciones de Ca, Mg, Fe, Mn Cu y Zn, mientras en el Tolima 
Norte la fertilidad es baja y los suelos son moderadamente ácidos, con niveles ideales de 
Ca, medios de Mg, K, Cu y un exceso de Fe, Mn, Zn y S. Estas relaciones no cambiaron 
entre el primer y segundo muestreo, indicando que los parámetros físico químicos son 
estables en el tiempo en estas regiones y que el descanso de las fincas 3 y 6, no tuvo un 
efecto sobre los mismos. 
 
5.1.2  Análisis Físico-Químico fincas del Meta.  En la Tabla 5-2 se 
presenta el resumen y análisis estadístico de los parámetros físico-químicos de las fincas 
del Meta por sistema de siembra (inundado y secano), para los dos años de muestreo. 
 
El análisis físico químico reveló para las fincas del Meta valores bajos de pH, baja 
fertilidad (CIC menor a 15 cmol kg-1), exceso de Fe y Mn y muy baja disponibilidad de Ca, 
Mg y K. Estos resultados son congruentes con los reportados por Malagon (1995), para 
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suelos del Meta, y se explican por la pobreza de los materiales parentales y el alto grado 
de intemperización. 
 
Tabla 5-2: Comparación de parámetros fisicoquímicos fincas Meta años 1 y 2 
 
Parámetros 
Inundado Secano 
año 1 año 2 año 1 Año 2 
Media ES T Media ES T Media ES T Media ES T 
pH  5,40 0,11 a 5,55 0,05 a 4,70 0,09 b 5,33 0,09 a 
%M.O  2,70 0,26 NS 2,69 0,20 NS 2,86 0,11 NS 3,12 0,14 NS 
Ca (meq/100g)  1,58 0,20 NS 1,71 0,26 NS 1,77 0,19 NS 2,43 0,25 NS 
Mg (meq/100g) 0,37 0,06 cb 0,31 0,03 c 0,59 0,04 ab 0,68 0,08 a 
K (meq/100g) 0,28 0,02 NS 0,27 0,08 NS 0,30 0,06 NS 0,30 0,07 NS 
Ca/Mg  4,39 0,44 ab 5,40 0,34 a 3,10 0,52 b 3,63 0,22 ab 
Na (meq/100g) 0,17 0,03 NS 0,12 0,00 NS 0,27 0,14 NS 0,14 0,05 NS 
Al (meq/100g) 0,87 0,30 ab 0,00 0,00 b 1,59 0,09 a 0,84 0,32 ab 
CIC (meq/100g) 7,69 1,43 ab 6,21 0,54 b 9,38 0,40 ab 10,11 0,60 a 
P (mg/Kg) 42,15 11,93 NS 54,40 18,46 NS 17,91 2,55 NS 31,89 16,00 NS 
Cu (mg/Kg) 2,15 0,49 NS 3,18 0,54 NS 2,76 0,34 NS 3,54 0,72 NS 
Fe (mg/Kg) 426,75 32,64 a 405,50 14,17 ab 219,50 23,36 c 264,25 53,99 cb 
Mn (mg/Kg) 44,58 5,37 b 53,53 7,08 b 43,60 7,47 b 95,38 11,69 a 
Zn (mg/Kg) 1,39 0,28 NS 1,51 0,16 NS 3,27 0,80 NS 3,44 0,81 NS 
B (mg/Kg) 0,26 0,01 NS 0,23 0,02 NS 0,24 0,02 NS 0,32 0,03 NS 
% NT  0,17 0,02 a 0,12 0,01 b 0,22 0,01 a 0,19 0,00 a 
NH4 (mg/Kg) 42,13 5,72 NS 26,08 5,72 NS 27,78 4,00 NS 25,18 1,89 NS 
NO3 (mg/Kg) 9,09 3,26 b 4,29 0,94 b 29,45 3,84 a 5,35 0,27 b 
% H 54,93 8,34 NS 48,75 3,35 NS 36,13 1,78 NS 56,25 7,09 NS 
% Ar  26,00 2,58 NS 28,50 1,71 NS 24,00 2,83 NS 29,00 2,16 NS 
% L  35,00 0,82 NS 32,50 2,63 NS 41,50 3,30 NS 44,50 2,99 NS 
% A  39,00 1,83 NS 39,00 2,89 NS 34,50 4,65 NS 26,50 2,50 NS 
 
% M.O (Materia orgánica), Ca (Calcio), Mg (Magnesio), K (Potasio), Na (Sodio), Al (Acidez 
intercambiable, CIC (Capacidad de intercambio catiónico), P (Fósforo), Cu (Cobre), Fe (Hierro), 
Mn (Manganeso), Zn (Zinc), B (Boro), % NT (Nitrógeno total), NH4 (Amonio), NO3 (Nitrato), % H 
(Humedad), % Ar (Arcillas), % L (Limo),% A (Arena), NS (no significativo), ES (error estándar).  
Letras distintas significan diferencias estadísticamente significativas según análisis de 
comparaciones múltiples de Tukey. 
 
Entre los sistemas de siembra para el primer año se encontraron diferencias en 
parámetros como pH, Fe y NO3 (p≤0,05) y Al, P, Zn, NT, NH4
+ y porcentaje de humedad 
(p≤0,1).  Con respecto al pH, el sistema secano presentó un pH de 4.7, es decir, más 
bajo que el inundado que fue de 5.4.  En cuanto a la disponibilidad de nutrientes, los 
cultivos inundados se caracterizaron por presentar valores superiores a los cultivos 
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secanos para parámetros como fósforo, hierro y amonio.  Por su parte los cultivos 
secanos presentaron valores superiores a los inundados para el Mg, Al, Zn, nitrógeno 
total y nitratos (Tabla 5-2). Esto es congruente con los reportes de Ponnamperuma, 1975 
para suelos de cultivos secanos (ácidos, con baja disponibilidad de nitrógeno y fosforo y 
toxicidad por manganeso y aluminio) que explican la baja productividad de estos 
sistemas con respecto a los inundados. Algunas diferencias pueden ser explicadas 
también por la columna de agua de los cultivos inundados que puede aumentar el pH, la 
capacidad reductora y la solubilización de elementos como el fósforo en estos cultivos y 
las diferencias en el porcentaje de humedad, que como era de esperar, fue más alto en 
los cultivos inundados con respecto a los secanos. (Liesack et al., 2000, Ponnamperuma, 
1975). 
 
En el segundo año, se presentaron altas precipitaciones y cambio de uso en algunas 
fincas, pues no todas se encontraron sembradas. Las fincas 12 y 14 estaban en 
descanso y la finca 15 en barbecho (un descanso más prolongado).  El análisis 
estadístico no permitió establecer claras diferencias entre los sistemas de siembra, pues 
las fincas secanas e inundadas y las que se encontraron en descanso presentaron un 
comportamiento similar. Este fenómeno podría estar asociado a las lluvias intensas del 
segundo año de muestreo (julio de 2009) que cambió el régimen de humedad y podría 
explicar el aumento de pH y de la solubilización para elementos como el Mg, Mn y la 
predominancia del amonio como nitrógeno mineral en cultivos secanos en relación al 
primer año.  En cuanto al descanso, este no fue lo suficientemente prologando para 
observar diferencias en porcentajes de M.O, pero si del nitrógeno orgánico, debido a que 
las características físico químicas del suelo son muy estables y parecen no estar 
influenciadas a corto plazo por este tipo de cambios. 
 
5.1.3  Análisis de Componentes Principales de los factores físico-
químicos de las fincas del Tolima y Meta.  La comparación entre las 16 
fincas y los dos tiempos de muestreo se realizó mediante análisis de componentes 
principales (PCA) (Figuras 5-1 y 5-2).  
 
El PCA del primer año explica en un 76.9% la variabilidad de los datos,  separando las 16 
fincas por región (Meta y Tolima), las fincas del Tolima, por zona (Norte y Sur) y las 
fincas Meta por sistema de siembra, de tal forma que cada grupo ocupa un cuadrante 
diferente en la gráfica (Figura 5-1).  Las fincas del Meta se separaron en respuesta al 
estado de oxidación del nitrógeno, pues los cultivos inundados se agruparon con el 
amonio y las fincas secanas con el nitrato y el aluminio. Por su parte, las fincas del 
Tolima se correlacionaron con la presencia de cationes y la capacidad de intercambio 
catiónico, mientras las fincas del Tolima norte mostraron estar influenciadas por el pH y el 
contenido de Zn (Castilla et al., 2012). 
 
El PCA del segundo año explica en un 70% la variabilidad de los datos presentando un 
comportamiento parecido al primer año, aunque con algunas diferencias (Figura 5-2).  El 
PCA agrupa nuevamente las fincas del Tolima sur en relación a la presencia de calcio, la 
capacidad de intercambio catiónico y el magnesio y las fincas del Tolima norte por 
parámetros como el azufre, manganeso y nitrógeno total. En el caso del Meta la 
separación no fue tan evidente, pero presentó una tendencia de agrupación en fincas 
secanas (9,10 y 16) y fincas en descanso (12, 14 y 15) e inundadas (11 y 13) (Castilla et 
al., 2012). Las diferencias en el patrón de asociación de las fincas del Meta entre años, 
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podría explicarse por el fenómeno de inundación asociado a la fuerte precipitación del 
segundo año. 
 
Figura 5-1:  PCA de los parámetros físico-químicos de todas las fincas primer año 
 
 
 
TN (Tolima norte fincas 1-4), TS (Tolima sur fincas 5-8), MS (Meta inundado fincas 11-14) y MI 
(Meta secano fincas 9, 10, 15 y 16). Tomado de Castilla et al., 2012. 
 
Figura 5-2:   PCA de parámetros físico-químicos de todas las fincas segundo año 
 
 
 
TN (Tolima norte fincas 1-4), TS (Tolima sur fincas 5-8), MS (Meta inundado fincas 11-14) y MI 
(Meta secano fincas 9, 10, 15 y 16). Tomado de Castilla et al., 2012. 
 
5.2 Determinación de la diversidad de bacterias y hongos 
rizosféricos de las fincas arroceras evaluadas 
 
5.2.1  Extracción de DNA.  La Figura 5-3 corresponde a un gel de agarosa al 
0.8% teñido con Sybr Safe y muestra el DNA extraído del suelo rizosférico de las fincas 
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del primer año. Como se puede observar en la figura, la extracción con el kit comercial 
Power Soil permitió obtener DNA en buena concentración, el cual fue almacenado a         
-20ºC para utilizarlo luego en los ensayos de huella genética. 
 
Figura 5-3:   DNA extraído de suelos de todas las fincas del primer año  
 
 
Los números indican la finca. 
 
5.2.2  Amplificación mediante PCR del gen ribosomal 16S de 
bacterias.  Inicialmente se ensayaron los protocolos de PCR que se especificaron en 
el capítulo de materiales y métodos para las dos parejas de primers evaluadas.  Estos 
protocolos permitieron obtener amplificados del tamaño esperado, de 196 pb con los 
primers 338F/518R y 195 pb con los primers pC`/pD.  Sin embargo, la cantidad de 
producto PCR obtenido no fue optima, por lo que para aumentarla, se modificó primero la 
concentración de DNA plantilla (que inicialmente fue de 0.5 μl / 25 μl de volumen de 
reacción final) y a continuación de Taq polimerasa con el fin de incrementar la cantidad 
de producto PCR.   
 
Las concentraciones finales establecidas fueron 0.07 U de Taq polimerasa y 2 μl / 25 μl 
de volumen de reacción final de DNA, las cuales incrementaron la cantidad de producto 
PCR de forma significativa y similar con las dos parejas de primers (datos no mostrados 
de la correcta y eficiente amplificación del marcador con la pareja de primers pC’/pD). La 
Figura 5-4 correspondiente a un gel de agarosa al 1.8% teñido con sybr safe, muestra el 
producto PCR obtenido con los primers 318F-GC/517R y las condiciones de PCR finales, 
mediante comparación del tamaño de los amplicones con el marcador de peso molecular 
HyperLadder IV de Bioline, que corresponde a una mezcla de fragmentos de DNA entre 
100 y 1000 pb, con variación de tamaño de 100 pb.  
 
Figura 5-4:   Amplificados del gen ribosomal16S con primers 318F-GC/517R 
 
 
 
M (Marcador HyperLadder IV de Bioline), + (control positivo, DNA cepa Pseudomonas 
aeruginosa), - (control negativo sin DNA).  Los números indican la finca. 
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5.2.3  Amplificación mediante PCR de la región ITS1-ITS2 de 
hongos. Se evaluó en primer lugar el protocolo de amplificación de la región ITS1-
ITS2 de Anderson et al. 2003, que incluye una PCR con los oligonucleótidos EF4-ITS4 y 
una PCR anidada con los primers ITS1F-GC e ITS2 (Figura 4-3), utilizando las 
condiciones iniciales que se describen en el capítulo de materiales y métodos. 
 
Con la primera PCR se logró la amplificación del fragmento de tamaño esperado que 
tiene una longitud de un poco más de 2000 pb. Y se evaluó igualmente el efecto de la 
concentración final de DNA plantilla sobre la cantidad de producto PCR obtenido.  Como 
puede apreciarse en el gel (Figura 5-5), el producto PCR aumentó con la concentración 
final de DNA plantilla. 
 
Para la PCR anidada con los primers ITS1F-GC e ITS2, se evaluaron diferentes 
concentraciones del producto PCR obtenido en el paso de amplificación anterior, en un 
rango de 1 μl de DNA sin diluir hasta 1 μl de una dilución 1/1000.  Con el protocolo de 
amplificación inicial especificado en el capítulo de materiales y métodos y posteriormente 
con modificaciones en la concentración de Taq polimerasa, MgCl2 y temperatura de 
anillado, no fue posible amplificar los fragmentos del tamaño esperado y reducir las 
inespecificidades. 
 
Figura 5-5: Amplificados del gen ribosomal18S y región ITS con primers EF4/ITS4 
  
 
 
M (Marcador HyperLadder II de Bioline), carril 1 (1 μl de DNA finca 11), carril 2 (2 μl de DNA finca 
11), carril 3 (1 μl de DNA finca 5), carril 4 (2 μl de DNA finca 5), carril 5 (1/10 μl de DNA finca 11), 
carril 6 (1/10 μl de DNA finca 5), + (Control positivo, DNA Microcyclus ulei), - (Control negativo sin 
DNA). 
 
Estos resultados llevaron a explorar otras posibilidades, como la amplificación directa con 
los primers ITS1F-GC e ITS2 y la amplificación directa y anidada con los primers ITS1F-
GC e ITS4. La PCR directa a partir del DNA extraído del suelo, no permitió amplificar los 
fragmentos de interés.  Por el contrario una PCR anidada con los primers ITS1F-GC e 
ITS4 (Figura 5.6), que utilizó los amplificados producidos con los primers EF4/ITS4 en un 
rango de dilución 1/10 - 1/1000, permitió obtener fragmentos en concentración baja del 
tamaño esperado (Figura 5-7). 
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Figura 5-6:   Diagrama de PCR anidada alternativa para amplificar la región ITS1-
ITS2 de hongos 
 
 
 
La figura no está a escala. 
 
Figura 5-7:    Amplificados PCR anidada con primers ITS1F-GC/ITS4 
 
 
 
M (Marcador HyperLadder II), + (control positivo, DNA M. ulei), - (control negativo, sin DNA).  Los 
números indican la finca. 
 
A continuación se evaluó la concentración de DNA plantilla, Taq polimerasa y 
temperatura de anillado, para optimizar la cantidad de DNA amplificado con la PCR 
anidada utilizando la pareja de primers ITS1/ITS4. Las concentraciones finales de Taq 
polimerasa, Cl2 y DNA se establecieron en 7 U de Taq polimerasa, 3.0 mM de MgCl2 y 1 
μl de una dilución 1/100 del producto PCR/25 μl de volumen de reacción final. La 
temperatura de anillado se determinó así mismo en 58ºC.  Con estas condiciones se 
lograron amplificar los fragmentos de interés, de tal forma que se obtuvieron por lo 
general entre dos a tres fragmentos por finca con tamaños comprendidos entre 500 y 800 
pb, como se muestra en la Figura 5-7, lo cual se explica por el polimorfismo en tamaño 
de la región ITS1-ITS2. 
 
5.2.4  Adecuación del DGGE del gen ribosomal 16S de Bacterias.  
El gradiente de denaturación que permitió obtener los mejores perfiles genéticos de la 
comunidad de bacterias rizosféricas de las fincas, en términos de la calidad y el número 
de bandas, fue determinado solamente después de la realización de varios ensayos. 
Inicialmente se evaluó un gradiente denaturante entre el 20-70% en un gel al 8% de 
acrilamida:bisacrilamida, manteniendo constantes las condiciones de corrida descritas en 
el capítulo de materiales y métodos.  La figura 5-8 muestra los patrones de bandeo 
durante la estandarización de la técnica de DGGE, con gradiente denaturante (20-70%) 
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para los amplificados de los cebadores 338F-GC/518R y pC’/pD’. Este primer DGGE 
permitió confirmar la reproducibilidad del 100% del perfil genético de una misma muestra 
de DNA a nivel de la electroforesis y PCR,  la variabilidad en el perfil genético entre 
fincas y las diferencias en los perfiles genéticos del gen ribosomal 16S amplificado a 
partir de DNA de una cepa pura (Pseudomonas aeruginosa) y a partir de DNA del suelo. 
 
Como no se observó un perfil de bandas electroforético para el producto PCR obtenido 
con los primers pC’/pD’ se repitió el DGGE con el mismo gradiente adicionando más 
producto PCR y se realizó otro DGGE con un gradiente denaturante entre 20-40%, pero 
en los dos ensayos el resultado fue el mismo, no hubo un perfil de bandas para el 
producto PCR obtenido con este juego de primers. Este resultado no se esperaba, 
porque con las dos parejas de primers se amplifica un fragmento similar correspondiente 
a la región variable V3 del gen ribosomal 16S, y no deberían observarse diferencias 
significativas en el perfil genético.  Las diferencias en el perfil de bandas deberían estar 
dadas básicamente por la especificidad de la interacción entre cada pareja de primers y 
el DNA bacteriano total, debida a las ligeras diferencias en la secuencia y Tm de los 
primers, que podría cambiar quizá un poco la tasa de amplificación de los OTUS 
predominantes; pero en principio; deberían amplificarse los mismos OTUS, puesto que 
son los más frecuentes en la población.  
 
Una posible explicación de este resultado es que la cola GC del primer pD’ almacenado 
durante un periodo largo de tiempo, pudo haberse degradado. Por esta razón se decidió 
continuar la optimización del gradiente denaturante únicamente con la pareja de primers 
338F-GC/518R. Las bandas observadas en el DGGE con gradiente denaturante 20-70%, 
del marcador ribosomal16S amplificado con los primers 338F-GC/518R, se concentraron 
en la región inferior del gel (Figura 5-8), revelando un contenido de GC entre medio a 
alto, para las poblaciones bacterianas no cultivables predominante en los suelos de 
estudio.  A continuación se evaluó el gradiente denaturante entre 20-40%, que permitió 
reconfirmar la ausencia de bandas en este gradiente y posteriormente en el proceso de 
optimización, los gradientes 40-70%, 40-65% y 45-60%, para finalmente determinar que 
el gradiente 45-60% de urea y formamida, permitía obtener los mejores perfiles genéticos 
de las comunidades bacterianas rizósféricas de cada una de las fincas de estudio. 
 
Figura 5-8:   DGGE del gen ribosomal 16S con gradiente de denaturación 20-70%. 
 
 
 
M (Marcador HyperLadder IV de Bioline), PAO (Pseudomonas aeruginosa),  5.1 (finca 5, replica 1 
de la muestra de suelo), 5.2 (finca 5, réplica 2 de la muestra de suelo), 11.1 (finca 11, réplica 1 de 
la PCR), 11.2 (finca 11, réplica 2 de la PCR).  
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5.2.5  DGGE del marcador ribosomal 16S de Bacterias.  Una vez 
establecido el gradiente de denaturación óptimo se realizaron geles de DGGE para el 
marcador rRNA 16S de bacterias con los siguientes arreglos: fincas del Tolima y Meta del 
primer año fincas del Tolima y Meta del segundo año y fincas del Tolima y Meta por 
separado con sus respectivas réplicas de suelo.  De esta manera en cada gel se 
compararon 16 muestras que permitieron establecer diferencias en la estructura de las 
comunidades microbianas entre réplicas por finca, entre fincas, regiones y sistema de 
siembra.  Los geles de las fincas de cada región y año que incluyeron las réplicas de 
muestra de suelo, permitieron apreciar de forma cualitativa la similitud en los perfiles 
genéticos de las réplicas de muestra de suelo (Figuras 5-9 a 5-12). 
 
Figura 5-9:  DGGE gen ribosomal16S fincas Tolima primer año con réplica de 
suelo 
  
 
 
El primer número indica la finca y el segundo la réplica de muestra de suelo. El cuadro rojo indica 
las fincas del Tolima Norte y el cuadro azul las fincas del Tolima Sur. 
 
Figura 5-10:     DGGE gen ribosomal 16S fincas Tolima segundo año con réplica de 
suelo 
 
 
El primer número indica la finca y el segundo la réplica de muestra de suelo. El cuadro rojo indica 
las fincas del Tolima Norte y el cuadro azul las fincas del Tolima Sur. 
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Figura 5-11:     DGGE gen ribosomal 16S fincas Meta primer año con réplica de 
suelo 
 
 
 
El primer número indica la finca y el segundo la réplica de muestra de suelo.  Los corchetes rojos 
indican las fincas del Meta secano y el corchete azul, las fincas del Meta inundado. 
 
Figura 5-12:    DGGE gen ribosomal 16S fincas Meta segundo año con réplica de 
suelo 
 
 
 
El primer número indica la finca y el segundo la réplica de muestra de suelo. Los corchetes rojos 
indican las fincas del Meta secano y el corchete azul, las fincas del Meta inundado. 
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El análisis de clusters del DGGE de la finca del Tolima del primer año, réplicas 1 y 2 
(Figura 5-13), confirmó la reproducibilidad a nivel de la muestra de suelo. Como lo indica 
el análisis, la reproducibilidad de las réplicas de muestra de suelo no es del 100%, pues 
estas no producen perfiles de bandas idénticos en los geles de DGGE, hay diferencias en 
la presencia – ausencia de algunas bandas, pero es claro que las réplicas del suelo de 
una misma finca, son más similares entre sí, pues en el análisis de clusters se agrupan 
en primer lugar con una similitud entre 0.96 – 0.59 (cuadros verdes, Figura 5-13) de 
acuerdo al índice de similitud de Jaccard (ver Anexo C)  en comparación a las diferencias 
halladas en los perfiles entre fincas que se agruparon en segundo lugar de acuerdo a la 
región Tolima Norte (cuadro rojo) y Tolima Sur (cuadro azul) con similitud de acuerdo al 
índice de Jaccard entre 0.52 – 0.17. 
 
Figura 5-13:    Análisis de clusters DGGE gen ribosomal 16S Tolima primer año  
 
 
El primer número representa el número de la finca, el segundo el año de muestreo y el tercero el 
número de réplica de suelo. Los cuadros verdes indican las réplicas de suelo, el cuadro rojo las 
fincas del Tolima Norte y el cuadro azul las fincas del Tolima Sur. 
 
Este mismo resultado se repitió para las réplicas de las fincas del Tolima segundo año y 
Meta primer y segundo año, lo que permite corroborar un nivel de reproducibilidad 
confiable con respecto a la muestra (resultados no mostrados). 
 
Los perfiles del DGGE para el gen ribosomal 16S de todas las fincas arroceras evaluadas 
(Tolima y Meta) del primer y segundo año se muestran en las Figuras 5-14 y 5-15 
respectivamente. Las fincas presentaron diferencias en los perfiles genéticos fácilmente 
distinguibles en cuanto al número, posición e intensidad de las bandas que indican 
diferencias en la estructura y composición de la comunidad de bacterias rizósféricas entre 
fincas para los dos años de muestreo.  El gradiente de denaturación (45 a 60%), produjo 
una buena separación de bandas.  El análisis de los geles permitió asignar 38 bandas 
para el primer año y 39 para el año dos. 
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Figura 5-14:    DGGE gen ribosomal 16S de todas las fincas primer año   
 
 
 
El número representa la finca. El corchete rojo indica las fincas del Tolima Norte, el corchete azul 
las fincas del Tolima Sur, el corchete naranja las fincas del Meta Inundado y los corchetes violeta 
las fincas del Meta Secano. 
 
Figura 5-15:     DGGE gen ribosomal 16S de todas las fincas segundo año 
 
 
El número indica la finca. El corchete rojo indica las fincas del Tolima Norte, el corchete azul las 
fincas del Tolima Sur, el corchete naranja las fincas del Meta Inundado y los corchetes violeta las 
fincas del Meta Secano. 
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5.2.6 Adecuación del DGGE del marcador ITS1-ITS2 de Hongos.  
Para determinar el gradiente de denaturación que producía el mejor perfil de bandas del 
marcador ITS1-ITS2 de la comunidad de hongos rizosféricos de las fincas, se evaluaron 
los gradientes denaturantes 20-70%, 20-55% y 20-45%. Finalmente se determinó que los 
mejores perfiles genéticos se obtenían con el gradiente 20-45% de urea y formamida.  El 
montaje de este gel permitió adicionalmente comprobar para los análisis de hongos, la 
reproducibilidad del perfil genético a nivel de la PCR y electroforesis (Figura 5-16). 
 
Figura 5-16:     DGGE marcador ITS1-ITS2 con gradiente de denaturación 20-45% 
 
 
 
 
M (Marcador HyperLadder II). El primer número indica la finca y el segundo la réplica a nivel de la 
PCR las cuales están indicadas con triángulos del mismo color. 
 
5.2.7  DGGE del marcador ITS1-ITS2 de Hongos.  Luego de definir las 
condiciones de DGGE para el marcador filogenético ITS1 e ITS2 de hongos se realizaron 
geles para todas las fincas del Tolima y Meta primer y segundo año (Figuras 5-17 y 5-
18).  
 
Figura 5-17:     DGGE marcador ITS1-ITS2 de todas las fincas del primer año   
 
 
 
Los números indican la finca. El corchete rojo indica las fincas del Tolima Norte, el corchete azul 
las fincas del Tolima Sur, el corchete naranja las fincas del Meta Inundado y los corchetes violeta 
las fincas del Meta Secano. 
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Figura 5-18:    DGGE marcador de todas las fincas del segundo año   
 
 
 
Los números indican la finca. El corchete rojo indica las fincas del Tolima Norte, el corchete azul 
las fincas del Tolima Sur, el corchete naranja las fincas del Meta Inundado y los corchetes violeta 
las fincas del Meta Secano. 
 
El análisis permitió asignar 32 y 35 bandas definidas para el año uno y dos 
respectivamente, en geles de DGGE con gradiente de denaturación entre 20 a 45%. 
 
5.3 Diversidad y estructura de las comunidades de 
bacterias y hongos no cultivables 
 
5.3.1  Estructura de la comunidad bacteriana rizosférica asociada 
a fincas arroceras del Tolima y Meta.  El análisis de clusters del DGGE 
ribosomal 16S de las fincas del Tolima y Meta para el primero y segundo año (Figuras 5-
14 y 5-15), agrupa las fincas en dos clusters diferenciando claramente el departamento 
de origen de las muestras (Figuras 5-19 y 5-20), a excepción de la finca 14 (del Meta) 
que se agrupa con las fincas del Tolima en el primer año. Adicionalmente el análisis de 
clusters del DGGE para el año dos revela otras asociaciones, las fincas del Tolima se 
agrupan en Tolima norte y Tolima sur a excepción de la finca 8 que se agrupa con las 
fincas del Tolima norte y en el Meta las fincas secanas se agrupan en un cluster aparte. 
(Figura 5-20). Esto permite ver una clara diferenciación de la estructura de las 
comunidades de bacterias de las fincas arroceras asociada con la región y el sistema de 
siembra (secano e inundado) para el año dos. 
 
El análisis de cluster del DGGE de todas las fincas para el primer año, no agrupó las 
fincas del Tolima como el año dos.  Cabe señalar que los geles iniciales se realizaron 
utilizando peine de 20 pozos, el cual deja un frente de corrido por muestra muy pequeño 
que disminuye la definición de las bandas con respecto a los geles realizados con peine 
de 16 pozos.  Por otro lado el DNA utilizado para amplificar el marcador que fue 
analizado en los geles de DGGE del primer año, fue de menor calidad porque estuvo 
guardado por un periodo prolongado de tiempo.  Estos dos fenómenos asociados 
tuvieron un efecto en la calidad del gel de DGGE de todas las fincas para el primer año, 
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dificultando un poco su análisis. Sin embargo, en el análisis de clusters del DGGE del gel 
de Tolima primer año réplicas 1 y 2, en el que se utilizó el peine de 16 pozos y por ende, 
el gel fue de mejor calidad (Figura 5-13), se puede observar la agrupación de las fincas 
del Tolima, en Tolima Norte y Tolima Sur.  Con respecto a las fincas del Meta, el gel de 
todas las fincas del primer año, agrupó igualmente las fincas secanas en un cluster y las 
fincas inundadas en otro cluster a excepción de la finca 14 (Figura 5-19). 
 
La agrupación del análisis de clusters (Figura 5-20) del DGGE de las fincas Tolima y 
Meta segundo año (Figura 5-15), es similar a la agrupación del análisis PCA de los 
parámetros fisicoquímicos (Figura 5-2).  Esto muestra una correlación entre las 
propiedades fisicoquímicas del suelo y la estructura de las comunidades de bacterias de 
la rizosfera en cultivos de arroz, que sugiere que la estructura de estas comunidades es 
modelada en gran medida por los factores físico-químicos.  Los cuales a su vez, parecen 
estar determinados principalmente por el material parental de cada región determinado 
por la historia geológica que dio origen a esos suelos, definiendo suelos entre neutros a 
alcalinos pertenecientes al orden Inceptisoles y Anfisoles en el Tolima y suelos ácidos y 
poco fértiles, clasificados taxonómicamente como Oxisoles e Inceptisoles en el Meta 
(Cortés y Malagon, 1982). Trabajos como los de Gelsomino 1999, Johnson et al., 2003, 
Girvan, 2003 y Ge et al., 2008,  han puesto de relieve la importancia del tipo de suelo y 
material parental en la estructura y comunidad de bacterias edáficas. 
 
Figura 5-19:     Análisis de clusters DGGE bacterias Tolima y Meta primer año 
 
 
 
El primer número representa el número de la finca, el segundo el año de muestreo y el tercero el 
número de réplica de suelo. El cuadro rojo indica las fincas del Tolima, el cuadro azul las fincas 
del Meta (a excepción de la finca 14) y el cuadro verde las fincas del Meta secano. 
 
Aunque el análisis de los parámetros físico-químicos de las fincas arroceras, indican que 
en cierta medida estos parámetros están también determinados por el sistema de 
siembra es decir por el régimen de agua (Castilla et al., 2012) y quizás por otras prácticas 
agronómicas específicas que se han mantenido de forma histórica en el tiempo y son de 
cierta forma contrastantes para los dos departamentos. En el Tolima, con relación al 
Meta, los distritos de riego están más organizados y hay un mayor grado de tecnificación. 
Igualmente hay diferencias a nivel de los planes de fertilización para las dos zonas 
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geográficas (Espinal et al., 2005), lo que lleva a pensar que las diferencias fisicoquímicas 
de los suelos entre regiones se deben en primer lugar al material parental, pero 
posiblemente también en una medida que no está determinada, a las prácticas 
agronómicas que sostenidas durante años pueden haber influido en algún grado en las 
características físico-químicas que presentan los suelos actualmente.  
 
Figura 5-20:    Análisis de clusters DGGE bacterias Tolima y Meta segundo año 
 
 
 
El primer número representa el número de la finca, el segundo el año de muestreo y el tercero el 
número de réplica de suelo. El cuadro rojo indica las fincas del Tolima, el cuadro azul las fincas 
del Meta, el cuadro verde las fincas del Meta secano y el cuadro violeta las fincas del Tolima 
Norte. 
 
5.3.2  Diversidad de la comunidad bacteriana rizosférica asociada 
a fincas arroceras del Tolima y Meta. La diversidad de la comunidad 
bacteriana determinada mediante los índices de dominancia de Simpson, diversidad de 
Shannon-Weiner y equitatividad de Pielou (Magurran, 1989) para cada una de las fincas 
del primer y segundo año, se muestran en las Tablas 5-3 y 5-4 respectivamente. 
 
Los índices de diversidad de bacterias no mostraron diferencias significativas asociadas 
a la región, ni al sistema de siembra.  Por otra parte el ACC no mostró una correlación 
entre los índices de diversidad y las demás variables analizadas en este estudio.  
 
Algunos autores han discutido la falta de coherencia y confiabilidad de los índices de 
diversidad calculados a partir de técnicas de huella genética y han señalado que es el 
análisis de la estructura de la comunidad, más que la diversidad representada en índices, 
la que ofrece mayor y mejor información sobre las comunidades microbianas, en los 
estudios que emplean estas técnicas (Hartmann and Widmer, 2006). 
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Tabla 5-3:  Riqueza y diversidad de bacterias para cada finca primer año  
 
FINCA 
Riqueza 
(No. de OTUS) 
Diversidad 
(Shannon) 
Dominancia 
(Simpson) 
Equitatividad 
(Pielou) 
1 9 2,19 0,84 0,99 
2 10 2,31 0,87 1,00 
3 8 2,08 0,85 1,00 
4 12 2,44 0,89 0,98 
5 10 2,28 0,88 0,99 
6 10 2,16 0,83 0,94 
7 17 2,71 0,91 0,96 
8 16 2,73 0,92 0,98 
9 15 2,71 0,92 1,00 
10 12 2,46 0,90 0,99 
11 9 2,16 0,86 0,98 
12 11 2,32 0,88 0,97 
13 9 2,19 0,87 0,99 
14 10 2,24 0,88 0,97 
15 8 2,09 0,85 1,00 
16 10 2,30 0,88 0,99 
 
 
Tabla 5-4:   Riqueza y diversidad de bacterias para cada finca segundo año 
 
FINCA 
Riqueza 
(No. de OTUS) 
Diversidad 
(Shannon) 
Dominancia 
(Simpson) 
Equitatividad 
(Pielou) 
1 12 2,47 0,91 0,99 
2 15 2,69 0,93 0,99 
3 16 2,58 0,90 0,93 
4 17 2,72 0,92 0,96 
5 13 2,52 0,92 0,98 
6 17 2,81 0,94 0,99 
7 19 2,92 0,94 0,99 
8 17 2,71 0,92 0,96 
9 10 2,19 0,87 0,95 
10 13 2,52 0,91 0,98 
11 10 2,19 0,87 0,95 
12 11 2,25 0,88 0,94 
13 9 2,15 0,88 0,98 
14 21 2,97 0,94 0,98 
15 20 2,90 0,94 0,97 
16 15 2,68 0,93 0,99 
 
5.3.3  Estructura de la comunidad de hongos de la rizósfera 
asociada a fincas arroceras del Tolima y Meta.  El análisis de cluster del 
DGGE de hongos de todas las fincas del Tolima y Meta para el primero y segundo año 
(Figuras 5-21 y 5-22), no mostró un patrón de agrupación bien definido asociado al 
sistema de siembra o región como en bacterias (Figuras 5-19 y 5-20), aun cuando hay 
una tendencia de agrupación de las fincas por región. Tampoco se evidenció algún tipo 
de correlación entre la estructura de las comunidades de hongos y las variables 
fisicoquímicas.  Johnson y colaboradores 2003, reportaron la falta de correlación entre la 
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estructura de las comunidades de hongos y variables fisicoquímicas y ambientales y 
sugirieron que esto puede deberse a que los hongos o eucariotas en general, aún 
cuando utilizan estrategias de protección más sofisticadas que los procariotas, son más 
sensibles a cambios a corto plazo asociados a prácticas agrícolas.   
 
Figura 5-21:     Análisis de clusters DGGE hongos todas las fincas primer año 
 
 
 
El primer número representa el número de la finca, el segundo el año de muestreo y el tercero el 
número de réplica de suelo. El cuadro rojo indica las fincas del Meta y  el cuadro azul las fincas 
del Tolima a excepción de las fincas 9 y 13.  
 
Como algunas prácticas agronómicas tales como el plan de fertilización y control de 
malezas y enfermedades, no fueron incluidas en el diseño experimental y fueron 
variables entre fincas, no pudieron evaluarse de forma separada para confirmar su 
incidencia por separado, pero seguramente están teniendo un efecto sobre la estructura 
de la comunidad de hongos, que no puede evaluarse, por el diseño experimental 
implementado en este trabajo.  
 
Figura 5-22:     Análisis de clusters DGGE hongos todas las fincas segundo año 
 
 
 
El primer número representa el número de la finca, el segundo el año de muestreo y el tercero el 
número de réplica de suelo. Los cuadros rojos indican las fincas del Tolima.  
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5.3.4  Diversidad de la comunidad de hongos de la rizósfera 
asociada a fincas arroceras del Tolima y Meta. Las Tablas 5-5 y 5-6 
muestran respectivamente los resultados de los índices de diversidad de hongos para las 
fincas del Tolima y Meta del primer y segundo año. 
 
Tabla 5-5:       Riqueza y diversidad de hongos todas las fincas primer año 
 
FINCA 
Riqueza 
(No. de OTUS) 
Diversidad 
(Shannon) 
Dominancia 
(Simpson) 
Equitatividad 
(Pielou) 
1 7 1,88 0,84 0,97 
2 10 2,17 0,87 0,94 
3 14 2,51 0,91 0,95 
4 16 2,71 0,93 0,98 
5 13 2,52 0,92 0,98 
6 12 2,45 0,91 0,98 
7 11 2,37 0,90 0,99 
8 13 2,52 0,92 0,98 
9 11 2,39 0,91 1,00 
10 14 2,63 0,93 1,00 
11 9 2,16 0,88 0,98 
12 12 2,46 0,91 0,99 
14 12 2,46 0,91 0,99 
15 10 2,28 0,90 0,99 
16 11 2,35 0,90 0,98 
 
Tabla 5-6:    Riqueza y diversidad de hongos todas las fincas segundo año 
 
FINCA 
Riqueza 
(No. de OTUS) 
Diversidad 
(Shannon) 
Dominancia 
(Simpson) 
Equitatividad 
(Pielou) 
1 11 2,38 0,90 0,99 
2 15 2,70 0,93 1,00 
3 9 2,18 0,89 0,99 
4 10 2,29 0,90 0,99 
5 18 2,88 0,94 0,99 
6 15 2,68 0,93 0,98 
7 15 2,68 0,93 0,99 
8 12 2,44 0,91 0,98 
9 15 2,70 0,93 0,99 
10 18 2,86 0,94 0,99 
11 11 2,38 0,90 0,99 
12 10 2,27 0,89 0,98 
13* - - - - 
14 13 2,53 0,92 0,98 
15 13 2,54 0,92 0,99 
16 13 2,54 0,92 0,99 
 
* Los índices no se pudieron calcular para la finca 13 por la baja calidad del perfil genético en el 
gel. 
Los índices de diversidad de hongos, al igual que en bacterias no mostraron diferencias 
significativas asociadas a la región, ni al sistema de siembra.  Adicionalmente el ACP no 
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mostró tampoco, una correlación entre los índices de diversidad y las otras variables 
analizadas.  
 
Eickhorst et al., 2010 reportaron una baja predominancia de hongos en cultivos de arroz 
inundados, explicando este fenómeno con base en la naturaleza aerobia de este grupo 
de microorganismos. Pues al ser los hongos dependientes del oxígeno, están 
completamente influenciados por la dinámica de inundación y riego, que determina una 
condición de oxígeno limitante en buena parte del ciclo del cultivo, la cual restringe su 
establecimiento (Eickhorst et al., 2010). Sin embargo, los resultados aportados por el 
trabajo, contradicen dichos resultados, porque muestran una riqueza de OTUS de 
hongos casi similar a la de bacterias, de acuerdo al número de OTUS determinado para 
cada finca y por todas las fincas a partir del análisis de los geles de DGGE.  
Adicionalmente Lee et al., 2011 identificaron, que en cultivos de arroz, existe una 
correlación entre el contenido de agua de los suelos y la diversidad de la comunidad de 
hongos, en términos de OTUS, asociada a dichos suelos.  Sin embargo en este estudio, 
tampoco se encontró una correlación entre la diversidad o riqueza de hongos y el tipo de 
finca (secana, inundada o en descanso), en las que el contenido de agua y por ende la 
disponibilidad del oxígeno fueron diferentes. Esto se debe posiblemente a que los hongos 
fueron afectados por otras variables asociadas al manejo, como los planes de fertilización 
y la aplicación de herbicidas y/o pesticidas, los cuales fueron variables entre fincas y no 
permitieron ver un patrón específico asociado. 
 
Otro criterio de análisis de la falta de concordancia entre los resultados de este trabajo 
con las dos investigaciones, mencionadas anteriormente, puede estar dado a nivel de la 
extracción del DNA.  Yao y colaboradores 2010, evaluaron el efecto del método de 
extracción y la adecuación de un mismo método de extracción entre laboratorios e 
incluso entre investigadores de un mismo laboratorio, sobre los valores de diversidad 
microbiana calculada a partir de la técnica de huella genética (DGGE), encontrando una 
alta variabilidad en los resultados de la diversidad entre métodos y entre la adecuación 
de un mismo método en laboratorios diferentes e incluso entre investigadores de un 
mismo laboratorio, lo cual dificulta la comparación de la diversidad determinada con el 
DGGE, de investigaciones relacionadas. 
 
Hang y colaboradores 2006 afirman que la extracción de DNA con kit aporta valores de 
diversidad bacteriana más alto en relación con los métodos de extracción con SDS-fenol-
cloroformo. Inceoglu et al., 2010 reportan igualmente el efecto del método de extracción 
del DNA sobre la riqueza y estructura de la comunidad microbiana de suelos agrícolas, 
determinada mediante PCR-DGGE y librería de clones, luego de evaluar cuatro métodos 
diferentes de extracción de DNA. La extracción de DNA fue realizada por Eickhorst et al., 
2010, con el kit de extracción FastDNA SPIN (Q-BIOgene) con un protocolo modificado. 
  
Otra diferencia metodológica entre los dos trabajos, fue el marcador filogenético utilizado.  
Eickhorst y colaboradores utilizaron como marcador el gen 18S, mientras que en esta 
investigación el marcador filogenético de hongos fue la región ITS1 e ITS2 y el gen 5.8S. 
Lord et al., 2002, evaluaron la diversidad de hongos, mediante el análisis de los patrones 
de bandas TRF, que puede registrarse con los marcadores filogenéticos 18S e ITS y 
encontraron que los patrones de los perfiles TRF eran diferentes entre marcadores y que 
el marcador ITS permitía registrar una riqueza de hongos superior en el ecosistema 
específico evaluado.   
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5.4  Ensayo efecto rizosférico 
 
Los resultados obtenidos con el diseño implementado, sugieren que las diferencias en la 
estructura de la comunidad rizosferica en cultivos de arroz está asociada con las 
diferencias en el tipo de suelo de acuerdo a la correspondencia en la asociación general 
de las fincas por zona geográfica (Tolima y Meta) tanto en el ACP de los parámetros 
fisicoquímicos y el análisis de cluster de los perfiles genéticos de la comunidad 
bacteriana.  Sin embargo, las fincas del Tolima sembradas con la variedad Fedearroz 60 
y las fincas del Meta con la variedad Fedearroz 369 a excepción de la finca 10 del Meta 
que fue sembrada con la variedad Fortaleza, llevaron a preguntar si la estructura de la 
comunidad de bacterias rizosféricas asociada con la región, podía deberse a un efecto de 
la cultivariedad de arroz. 
 
Para evaluar esta hipótesis, se planteo el ensayo de efecto rizosférico, con un diseño 
experimental y un montaje en invernadero, que permitió evaluar en condiciones 
controladas la influencia del tipo de suelo y de la variedad de arroz sobre la estructura de 
la comunidad bacteriana a nivel de la rizósfera. Los resultados del efecto rizosférico a los 
40 y 80 días se muestran en la Figuras 5-23 y 5-24 respectivamente. 
 
De una forma concluyente los resultados aportados por el ensayo mostraron que la 
estructura de la comunidad de bacterias está determinada por el tipo de suelo y no por la 
variedad de arroz como se puede ver en el análisis de clusters del DGGE de bacterias 
del ensayo de efecto rizosférico a los 80 días (Figura 5-25).  
 
Figura 5-23:      DGGE de bacterias del ensayo rizosférico a los 40 días 
 
 
 
 
F60 (variedad Fedearroz 60), F369 (variedad Fedearroz 369), C0 (control sin planta a los cero 
días), C40 (control sin planta a los 40 días). 
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Figura 5-24:    DGGE de bacterias del ensayo rizosférico a los 80 días 
 
 
 
F60 (variedad Fedearroz 60), F369 (variedad Fedearroz 369), C0 (control sin planta a los cero 
días), C80 (control sin planta a los 80 días) 
 
Figura 5-25:     Análisis de clusters DGGE bacterias efecto rizosférico 80 días 
 
 
 
S1 (Suelo 1), S9 (Suelo 9), F369 (variedad Fedearroz 369), F60 (variedad Fedearroz 60), C0 
(control sin planta a los 0 días), C80 (control sin planta a los 80 días).  El último representa la 
réplica. El cuadro rojo indica el cluster del suelo 1 y el cuadro azul el cluster del suelo 9.  En verde 
se indican los controles sin planta para cada tipo de suelo. 
 
Varios autores han puesto en evidencia el efecto del tipo de planta a nivel de la especie 
sobre las comunidades microbianas rizosféricas (Garbeva et al., 2004).  Sin embargo, los 
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resultados de los ensayos que han evaluado de forma simultánea el efecto del tipo de 
suelo y tipo de planta sobre las comunidades microbianas de la rizósfera han sido a 
menudo contradictorios, pues en algunos casos se reporta como factor principal 
determinante de la estructura de las comunidades microbianas, el tipo de suelo y no de la 
planta y viceversa (Kielak et al., 2008).  En este estudio los resultados son compatibles 
con los trabajos que han mostrado que el factor determinante es el tipo de suelo.  Si bien 
no se evaluaron especies de plantas diferentes sino variedades diferentes, con respecto 
a la variedad algunas investigaciones han mostrado igualmente el efecto del genotipo de 
las planta sobre dichas comunidades (Marschner et al., 2004; Aira et al, 2010).  Lee et al, 
2011 y Hussain et al. 2011 reportaron así mismo, el efecto del genotipo de las plantas de 
arroz sobre comunidades de bacterias y hongos edáficos. 
 
Sin embargo, aunque no se encontró un efecto del genotipo, parece evidenciarse un 
efecto leve de las raíces de las plantas sobre las poblaciones de bacterias rizosféricas 
predominantes, es decir un leve cambio de la comunidad con la aparición y desaparición 
de algunos OTUS durante el desarrollo de la planta, que es acorde con los valores del 
índice de similitud de Jaccard, que estuvo en un rango entre 0.74-0.85 entre los 
tratamientos y los controles en los que no se sembraron plantas, mientras las réplicas por 
tratamiento tuvieron una similitud entre 0.85-0.95, lo cual permitió la separación de los 
controles con respecto a los tratamientos, en cada uno de los clusters definidos por el 
efecto del suelo.  Aunque el cambio en la estructura de la comunidad bacteriana en 
respuesta al estado de desarrollo de la planta, no fue concluyente y significativo como si 
ha sido reportado para cultivos de arroz por Lee et al., 2011 y del Castillo 2010.  Una 
posible explicación de estos resultados puede estar dada por el hecho de que en 
condiciones de invernadero, las plantas no tuvieron un desarrollo fenológico típico de un 
cultivo de arroz de 80 días.  Lo cual se evidenció con la variedad Fedearroz 60 que es de 
ciclo corto y a los 80 días debía estar en floración, pero no alcanzó este estado 
fenológico, seguramente debido a la falta de inundación que debe tener un efecto sobre 
la fisiología del cultivo, así como también a las diferencias en la temperatura, humedad 
relativa y fotoperiodo, en condiciones naturales y de invernadero.  Así mismo 80 días es  
una ventana de tiempo corta para evaluar cambios en la estructura de las comunidades 
bacterianas. 
 
Este ensayo permitió ver que si bien el genotipo no tiene un efecto sobre la estructura de 
la comunidad bacteriana de la rizosfera como lo hace el suelo, hay un efecto rizosférico 
de las plantas de arroz que incide en la estructura de la comunidad bacteriana lo que 
indica que hay especies bacterianas en el suelo seleccionadas por las plantas de arroz.  
Como todas las fincas, incluían el efecto de la plantano se pudo en los análisis de DGGE 
que evaluaron las 16 fincas, medir el efecto de la planta, que solo fue visible mediante 
este ensayo.  Los resultados de este ensayo, están por un lado confirmando la primera 
hipótesis de trabajo, pero al mismo tiempo indicando que además de las propiedades 
fisicoquímicas y el sistema de siembra, la planta de arroz tiene un efecto sobre la 
estructura de las comunidades bacterianas rizosféricas en suelos cultivados con arroz. 
  
Por otro lado, de acuerdo a Liesack et al., 2010, los cambios en las comunidades 
relacionados con el fenómeno de inundación, esta dado por las dinámicas de utilización y 
agotamiento del oxígeno y cambios en el uso de aceptores de electrones alternativos. A 
grandes rasgos, después del agotamiento del oxígeno, el nitrato es el primer aceptor de 
electrones reducido, seguido por Mn IV, hierro III, sulfato y CO2.  El cambio en el tiempo 
de los aceptores de electrones disponibles, producen una sucesión de poblaciones 
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bacterianas, durante el desarrollo del cultivo de arroz que puede contribuir de forma 
parcial y más o menos significativa, al cambio en la comunidad bacteriana rizosférica 
durante el desarrollo del cultivo.  Es decir que a nivel de la rizósfera la comunidad 
bacteriana se ve afectada de forma simultánea por la rizodeposición de la planta, pero 
también por el cambio en el uso de aceptores de electrones.  Lo cual podría explicar de 
forma adicional, los resultados obtenidos por del Castillo, quien evaluó los cambios de la 
comunidad microbiana a lo largo del ciclo de cultivos de arroz en condición natural, luego 
de la entrada masiva de agua.  Los fenómenos descritos por Liesack et al., 2000, fueron 
estudiados en su mayoría por ensayos en condiciones de invernadero que reprodujeron 
la condición inundada.  Los autores reclaman en su artículo de revisión, la necesidad de 
evaluar estos fenómenos en condiciones naturales, evaluando simultáneamente el efecto 
del tipo de suelo.  Quizás los resultados preliminares aportados por del Castillo 2010 en 
condición natural, pueden ser hasta cierto punto una confirmación de los fenómenos 
descritos por Liesack y colaboradores.  En el ensayo rizosférico desarrollado en este 
trabajo, no se evaluó el efecto de la inundación, lo que podría explicar total o 
parcialmente las diferencias en los resultados de los dos trabajos. 
 
5.5  OTUS predominantes de bacterias y hongos 
rizosféricos en fincas del Tolima y Meta 
 
La identificación de las poblaciones de bacterias y hongos predominantes se realizó 
mediante elución, clonación y secuenciación de las bandas que se indican sobre los 
geles de DGGE de bacterias y hongos de las 16 fincas del segundo año (Figuras 5-26 y 
5-27). 
 
Una vez las bandas fueron eluídas y reamplificadas, se realizó la clonación y selección 
de dos clones por banda y la amplificación de los insertos clonados con los primers 
universales del vector pGEM T-easy. 
 
Figura 5-26:   Bandas secuenciadas DGGE bacterias segundo año 
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Figura 5-27:      Bandas secuenciadas DGGE hongos segundo año 
 
 
 
 
Posteriormente se evaluó en geles de agarosa al 1.8% teñidos con sybr safe, la calidad 
de los amplificados y la presencia del inserto clonado verificando el tamaño del fragmento 
recombinante, que debía ser de aproximadamente 460 pb en bacterias (200 pb del 
inserto y 260 pb del vector) y entre 760 - 1060 pb en hongos (500-800 pb del inserto y 
260 pb del vector), utilizando como control un clon azul que, al no tener inserto 
incorporado, debía producir amplificados de la longitud del vector, es decir de 260 pb. 
Los amplificados que se enviaron a secuenciar (Figura 5-28), permitieron obtener 
secuencias de muy buena calidad, a las que se les eliminó de forma manual la secuencia 
del vector. 
 
Figura 5-28:     Amplicones de clones del DNA eluído de bandas de DGGE bacterias  
 
 
 
M (Marcador HyperLadder IV, Bioline), C (Control negativo, clon azul no recombinante), B 8.1 
(banda 8.1), B 10.1 (banda 10.1). 
 
5.5.1  OTUS predominantes de bacterias rizosféricas de fincas 
del Tolima y Meta.  Los resultados de la asignación taxonómica de las secuencias 
de bacterias se muestran en la Tabla 5-7.  Esta asignación, entregó inicialmente algunos 
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resultados interesantes.  El 90% de los OTUS asignados, fueron bacterias no cultivables 
y el 10%, es decir 7 OTUS, tuvieron el mejor score con bacterias cultivables de los 
géneros Bacillus, Clostridium, Paludibacter, Anaerovorax y Acinetobacter.  En cuanto a 
los OTUS no cultivables; las asignaciones taxonómicas solamente se pudieron hacer a 
nivel de filos para el 26%, a nivel de clase para el 10% y a nivel de familia para el 12% de 
los OTUS. Adicionalmente cuatro OTUS de bacterias (6%) no pudieron ser clasificados 
(dos de las fincas del Meta y dos de las fincas del Tolima), lo que muestra vacíos todavía 
existentes en las bases de datos de filogenia de bacterias. El porcentaje restante de los 
OTUS no cultivables, el 46%, se asignaron a nivel de género. Además contrario a lo 
esperado, la secuencia de un OTU de una finca del Meta fue asignada como Eucariota, a 
pesar de que claramente se identificaron en sus extremos, las secuencias de los primers 
y el tamaño del amplificado obtenido correspondió al tamaño esperado para este 
marcador. Por otra parte el 83% de las 30 bandas para las que fue posible obtener las 
secuencias de dos clones, revelaron la coexistencia en la misma banda de dos OTUS 
distintos, los cuales en muchos casos pertenecieron a grupos e incluso filos diferentes, lo 
que indica que secuencias divergentes pueden coexistir en una misma banda de DGGE.  
 
El principio en el que se basa la técnica de DGGE es reduccionista y no tiene en cuenta 
todos los fenómenos posibles que para cada secuencia pueden incidir en la migración y 
fijación en una posición en el gel, del conjunto de secuencias obtenidas del marcador 
filogenético amplificado. Puesto que la desnaturalización, formación de horquilla y fijación 
en una posición específica en el gel del pool de moléculas de un OTU, puede depender 
además del contenido GC, de la secuencia de cada molécula y de la interacción entre 
moléculas.  Así como de su tamaño, ya que en las secuencias analizadas, se observó un 
polimorfismo de tamaño para bacterias entre 172-173 pb y 195-197 pb. 
 
Por otra parte, el fenómeno reportado por Nikolausz y colaboradores 2005, parece indicar 
que en la práctica, la separación de OTUS mediante DGGE es menos eficiente y perfecta 
de lo que se cree.  Estos investigadores, recuperaron de un gel de DGGE, DNA que se 
encontraba en el espacio inter bandas del gel en forma de background, creyendo que re 
amplificando este DNA, iban a recuperar OTUS que debido a su baja frecuencia no se 
separaban en bandas definidas en el gel de DGGE sino que generaban el background.  
Pero cuando volvieron a realizar un DGGE con el producto PCR obtenido de la 
amplificación del DNA eluido del “background”, obtuvieron la misma reproducción de 
bandas del DGGE inicial, lo que significaba que en esa región se encontraban presentes 
sin resolverse todos los OTUS que más abajo se habían separado correctamente.  La 
asociación de los resultados obtenidos en este trabajo y los reportados por Nikolausz et 
al., 2005, lleva a pensar que la mayoría de moléculas individuales del pool que 
representan un mismo OTU, migran siguiendo un mismo patrón y se fijan en una misma 
posición del gel, conformando la banda distinguible que define el OTU, pero al mismo 
tiempo hay un número indeterminado de moléculas flotantes que no alcanzan su posición 
y se distribuyen a lo largo del gel superponiéndose con otras bandas u ocupando los 
espacios entre las bandas en forma indetectable o de background. Esto haría que en una 
banda coexistan uno, dos o más OTUS predominantes que se encuentran en su posición 
correcta y OTUS flotantes que no alcanzaron su posición. Luego con la elución y 
clonación sería factible por azar, “pescar” algunas secuencias flotantes y no 
predominantes.  Por lo que es posible que, algunos de los OTUS que se reportan como 
coexistentes para una misma banda en los resultados que se están entregando, sean en 
realidad OTUS flotantes. 
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Tabla 5-7:  Clasificación taxonómica OTUS bacterias fincas segundo año  
 
Banda Clon Cobertura Similitud No. Accesión Tipo Clasificación 
2.1 1 99% 98% JX079241.1 NC Anaerolineaceae 
2.1 2 99% 98% JX079241.1 NC Anaerolineaceae 
3.1 1 100% 100% JF198689.1 NC G-proteobacteria 
3.1 2 100% 95% JX223157.1 NC Acidobacteria 
3.2 1 100% 99% FJ535140.1 NC Prevotella sp. 
3.3 1 100% 98% GQ182829.1 NC Ignavibacterium sp. 
3.3 2 98% 96% HM186636.1 NC Candidate división TM7 
4.1 1 100% 91% JQ798449.1 NC Bacteria (no clasificada) 
4.1 2 98% 98% EU335371.1 NC Spartobacteria 
4.2 1 100% 99% EU498382.1 C Anaerovorax sp. 
5.1 1 100% 96% GQ911566.1 C Paludibacter sp. 
5.1 2 98% 99% FJ479439.1 NC Spartobacteria 
5.2 1 99% 98% EF688346.1 NC Bacterioidetes 
5.2 2 100% 99% JF319173.1 NC Rhodospirillaceae 
5.3 1 100% 100% JN695727.1 C Bacillus sp. 
5.3 2 100% 99% AY326515.1 NC Nitrospira sp. 
6.1 1 100% 99% HE602783.1 NC Bacteria (no clasificada) 
6.1 2 99% 94% FR687463.1 NC Chloroflexi 
6.2 1 99% 100% JQ427537.1 NC Anaerolineaceae 
6.2 2 100% 94% AB240491.1 NC Bacterioidetes 
6.3 1 100% 99% AB672114.1 NC Flavisolibacter sp. 
6.4 1 98% 99% FJ479439.1 NC Spartobacteria 
6.4 2 98% 95% EU135436.1 NC Verrucomicrobia 
6.5 1 98% 94% HQ642820.1 NC Verrucomicrobia 
6.5 2 99% 99% JX079232.1 NC Anaerolineaceae 
7.1 1 100% 92% EU236326.1 NC Gamma proteobacteria 
7.1 2 100% 99% JQ793553.1 NC Flavisolibacter sp. 
7.2 1 98% 97% GU127737.1 NC Verrucomicrobia  
7.2 2 98% 99% JF833845.1 NC Verrucomicrobia 
7.3 1 100% 95% JQ738905.1 NC Armatimonadetes 
7.3 2 97% 98% HM187027.1 NC Anaerolineaceae 
7.4 1 98% 100% JX079236.1 NC Candidate división TM7 
7.4 2 100% 91% EU265953.1 NC G-proteobacteria 
8.1 1 100% 99% GU196238.1 C Paludibacter sp. 
8.1 2 100% 98% GU196238.1 C Paludibacter sp. 
8.1 3 99% 100% JX079241.1 NC Anaerolineaceae 
8.1 4 100% 98% GU196238.1 C Paludibacter sp. 
8.2 1 100% 99% JQ079849.1 NC Methylomonas sp. 
8.2 2 98% 99% JF428953.1 NC Verrucomicrobia 
8.3 1 100% 96% FJ904259.1 NC Parabacterioides sp. 
9.1 1 98 100% JF209420.1 NC Candidate división TM7 
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Tabla 5-7:  (Continuación) 
Banda Clon Cobertura Similitud No. accesión Tipo Clasificación 
10.1 1 100% 99% AB487421.1 NC Bacillus sp. 
10.1 2 100% 98% JF174637.1 NC Actinobacteria 
11.1 1 97% 91% AM997316.1 NC Bacteria (No clasificada) 
11.1 2 98% 99% JQ408145.1 NC  Candidate división TM7 
11.2 1 100% 99% GQ264313.1 NC Ferruginibacter sp. 
11.2 2 98% 97% GQ264313.1 NC Ferruginibacter sp. 
12.1 1 100% 95% AF524010.1 NC Spirochaeta sp. 
12.1 2 100% 100% AJ294339.1 NC Erythrobacter sp. 
12.2 1 99% 98% GQ487973.1 NC Chloroflexi 
12.2 2 99% 97% DQ404738.1 NC Bacteria (No clasificada) 
13.1 1 100% 91% DQ447792.1 NC Moraxella sp. 
13.1 2 100% 92% DQ447792.1 NC Moraxella sp. 
13.2 1 100% 99% JX133392.1 NC Anaeromyxobacter sp. 
14.1 1 100% 100% AB114246.1 C Clostridium sp. 
14.1 2 100% 99% HQ904198.1 NC Derxia sp. 
14.2 1 99% 99% AB672115.1 NC Chloroflexi 
14.2 2 100% 97% JN540181.1 NC Geobacter sp. 
14.3 1 97% 99% JN397929.1 NC Anaerolineaceae 
14.3 2 100% 99% HE648180.1 NC Anaeromyxobacter sp. 
15.1 1 100% 100% AB114248.1 C Clostridium sp. 
15.2 1 100% 99% JQ428589.1 NC Sphingomonas sp. 
15.2 2 100% 97% JQ655788.1 NC Betaproteobacteria 
15.3 1 100% 100% EF522244.1 NC Chlorophyta sp. 
15.3 2 100% 99% EU603516.1 C Acinetobacter sp. 
15.4 1 97% 98% AF508765.1  Eucariota 
15.4 2 100% 98% AF529127.1 NC Geobacter sp. 
16.1 1 100% 98% JX133392.1 NC Anaeromyxobacter sp. 
16.1 2 100% 100% GU172197.1 NC Acidobacteria 
 
NC (No cultivable), C (Cultivable).  
 
De acuerdo a las leyes de la probabilidad deberían seleccionarse con la clonación, el (o 
los) OTUS predominantes, que en principio deberán estar representados por una 
proporción de moléculas significativamente mayor con respecto a los OTUS flotantes que 
deben estar presentes en bajo número de moléculas, pero eso no excluye la posibilidad 
de que se seleccionen durante la clonación, por el azar y por las mismas leyes de la 
probabilidad, OTUS flotantes. 
 
Esto se sugiere porque el análisis del contenido GC de los OTUS que coexistieron en 
una misma banda no es suficiente para explicar porque se encontraron presentes en la 
misma banda, porque por un lado el contenido GC del conjunto de secuencias varió en 
un rango estrecho (entre 52% a 59%) y por otro lado, no se encontró que los valores de 
GC en los OTUS coexistentes fueran particularmente iguales, por ejemplo, los clones de 
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la banda 10.1 (que se encuentra en el extremo inferior del gel) pertenecientes a los filos 
Firmicutes y Actinobacteria, tienen un porcentaje GC de 55.3% y 59.0% respectivamente, 
los clones de la banda 8.2 (que se encuentra en la parte superior del gel), asignados 
dentro de los filos Proteobacteria y Verrucomicrobia, tienen un porcentaje GC de 53.6% y 
52.0%  y los clones de la banda 12.2, que corresponden al filo Chloroflexi y una bacteria 
no clasificada, tienen un porcentaje GC de 55.8% y 57.2% respectivamente. 
 
5.5.2 Distribución por filos de OTUS de bacterias rizosféricas de 
fincas arroceras. En las Tabla 5-8 a 5-10 se presentan las abundancias de OTUS 
de bacterias por filos para todas las fincas, y de forma separada para las fincas del 
Tolima y las fincas del Meta.  
  
La secuenciación y asignación taxonómica de 69 OTUS de un total de 16 fincas, 
separados físicamente de la matriz del suelo en dos etapas; mediante PCR-DGGE y 
clonación de DNA eluido de bandas de DGGE, permitió identificar los filos de bacterias 
frecuentemente encontrados en suelos, Proteobacteria, Bacterioidetes, Verrucomicrobia, 
Actinobacteria, Acidobacteria, Chloroflexi, Verrucomicrobia y Firmicutes (Janssen et al., 
2006; Elshahed et al., 2008) y dos filos raros en suelos Armatimonadetes (anteriormente 
candidato división OP10) e Ignavibacteria (anteriormente Chlorobi). 
  
Tabla 5-8:         Distribución de filos de OTUS bacterias rizosféricas todas las fincas 
 
Filo No. de OTUS Porcentaje (%) 
Proteobacteria 16 24,6 
Bacterioidetes 10 15,4 
Chloroflexi 9 13,8 
Verrucomicrobia 8 12,3 
Firmicutes 5 7,7 
Candidate división TM7* 4 6,2 
Acidobacteria 2 3,1 
Nitrospirae 1 1,5 
Actinobacteria 1 1,5 
Armatimonadetes 1 1,5 
Ignavibacteria 1 1,5 
Spirochaetes 1 1,5 
 
* Candidato a filo. La distribución de filos se realizó para 59 OTUS de los 69 OTUS de bacterias 
secuenciados, teniendo en cuenta que del total de 69 OTUS, 64 fueron diferentes, ya que en 5 de 
los bandas para las que se secuenciaron dos OTUS, los dos OTUS correspondieron a la misma 
secuencia y de los 64 OTUS diferentes,  4 OTUS no se pudieron clasificar dentro de los filos de 
bacterias conocidos y un OTU fue asignado como Eucariota. 
 
También se identifico el candidato división TM7 que no se encuentra definido oficialmente 
como filo, debido a que su definición jerárquica sigue siendo incierta (Pace 2009) y el 
cual tiene una frecuencia baja en suelo (Elshahed et al., 2008). 
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Tabla 5-9:         Distribución de filos de OTUS bacterias rizosféricas fincas Tolima 
 
Filo No. de OTUS Porcentaje (%) 
Verrucomicrobia 8 21,6 
Bacterioidetes 8 21,6 
Chloroflexi 6 16,2 
Proteobacteria 5 13,5 
Candidate división TM7 2 5,4 
Firmicutes 2 5,4 
Acidobacteria 1 2,7 
Armatimonadetes 1 2,7 
Ignavibacteria 1 2,7 
Nitrospirae 1 2,7 
 
La distribución de filos de las fincas del Tolima se realizó para 35 OTUS de los 38 OTUS 
secuenciados, teniendo en cuenta que del total de 38 OTUS, 37 fueron diferentes, ya que en una 
de los bandas para las que se secuenciaron dos OTUS, los dos OTUS correspondieron a la 
misma secuencia y de los 37 OTUS diferentes,  2 OTUS no se pudieron clasificar dentro de los 
filos de bacterias conocidos. 
 
La secuenciación de 38 OTUS de bacterias de las fincas del Tolima, permitió reconocer 
los filos de bacterias característicos predominantes incluyendo dos filos raros en suelos 
(Ignavibacteria y Armatimonadetes). La distribución de filos difiere de las distribuciones 
consenso de filos de bacterias en suelo definidas a partir de investigaciones basadas en 
librería de clones y metagenómica (Janssen et al., 2006). Igualmente difiere de la 
distribución de filos de bacterias reportada por Lee et al. 2011 para suelos de un campo 
experimental cultivado con arroz, en la que Proteobacteria fue el grupo más abundante 
con una representación del 50% de OTUS y Verrucomicrobia tuvo una frecuencia baja 
con una representación de únicamente el 1% de OTUS, mientras que en nuestros 
resultados; Proteobacteria representa el 13,5% de los OTUS y Verrucomicrobia y 
Bacterioidetes que comparten la misma abundancia (21,6% de OTUS)  se constituye en 
los dos filos predominantes (Tabla 5-9).  De igual manera Hussain et al., 2011, reportan 
que Proteobacteria es el grupo predominante en suelos cultivados con arroz.  Esta 
diferencia podría explicarse por  el hecho de que en esta investigación el muestreo se 
realizó en suelos de fincas arroceras comerciales, que adicionalmente estaban 
inundadas, mientras que en los otros dos estudios las muestras de suelo fueron tomadas 
de parcelas experimentales que no fueron inundadas.  Lo que al parecer está mostrando 
las particularidades del ecosistema edáfico natural de cultivos de arroz comercial 
inundados del Tolima. Un ecosistema constituido además por suelos colombianos del 
neo trópico, originados de material parental característico y cultivados con variedades de 
arroz colombianas que tienen un manejo y un sistema de riego igualmente 
característicos. 
 
Se considera que las poblaciones microbianas de cultivos de arroz inundados deben 
tener la capacidad de formar esporas o utilizar mecanismos específicos de adaptación 
para sobreponerse al efecto de la desecación y la exposición al oxígeno generadas por 
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las dinámicas de inundación y de sequía (Liesack et al., 2000). Janssen et al., 1997 
reportaron la presencia de Verrucomicrobias anaerobias en cultivos de arroz inundado, 
aclarando que a pesar de que este grupo de bacterias no forman esporas, son bacterias 
oxígeno tolerantes.  Adicionalmente la asignación taxonómica permitió identificar la 
familia Rhodospirillaceae y los géneros Nitrospira (bacterias oxidadores de nitrito) y 
Methylomonas (metanótrofos) que están asociados con ambientes acuosos y anaerobios. 
Ignavibacterium, está igualmente presente en ambientes anaerobios y acuosos, lo que 
puede explicar porque siendo un grupo raro en suelo, se encontró en el suelo de la finca 
3 del Tolima.  
 
Tabla 5-10:         Distribución de filos de OTUS bacterias rizosféricas fincas Meta 
 
Filo No. de OTUS Porcentaje (%) 
Proteobacteria 11 39,3 
Chloroflexi 3 10,7 
Firmicutes 3 10,7 
Bacterioidetes 2 7,1 
Candidate división TM7 2 7,1 
Acidobacteria 1 3,6 
Actinobacteria 1 3,6 
Spirochaetes 1 3,6 
 
La distribución de filos de las fincas del Meta se realizó para 24 OTUS de los 31 OTUS 
secuenciados, teniendo en cuenta que del total de 31 OTUS del Meta, 27 fueron diferentes, ya 
que en 4 de los bandas para las que se secuenciaron dos OTUS, los dos OTUS correspondieron 
a la misma secuencia y de los 27 OTUS diferentes,  2 OTUS no se pudieron clasificar dentro de 
los filos de bacterias conocidos y un OTU fue asignado como Eucariota. 
 
La distribución de filos de OTUS de bacterias de las fincas del Meta difirió de forma 
significativa de la distribución de las fincas del Tolima y presenta una tendencia de 
distribución de filos parecida a la de Lee y colaboradores 2011, ya que Proteobacteria es 
el filo predominante con un porcentaje de aproximadamente el 40% y los siguientes filos 
más representativos son Chloroflexi, Firmicutes y Bacterioidetes. 
 
La distribución de filos de bacterias del total de OTUS secuenciados, tuvo así mismo una 
predominancia de filos Gram negativos, los cuales presentaron las mayores 
abundancias.  Este resultado puede estar relacionado con el uso de los primers de 
Muyzer (1993), que cuando se analizan en la base de datos RDP de bacteria, muestran 
que dos de los nucleótidos del extremo 5’ del primer excluyen la amplificación de 
bacterias Gram positivas en un buen porcentaje. 
 
5.5.3 OTUS predominantes de hongos rizosféricos de fincas del 
Tolima y Meta. Los resultados de la asignación taxonómica de las secuencias de 
hongos se muestran en la Tabla 5-11.  La identificación taxonómica de las secuencias de 
los OTUS eluidos y clonados (Tabla 5-11), mostró en primer lugar la coexistencia de dos 
o más OTUS diferentes para el 78% de las bandas secuenciadas de las cuales se 
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obtuvieron dos o más clones y reveló que el 96% de los OTUS corresponden a hongos 
no cultivables. Por otra parte entregó resultados completamente diferentes a los 
reportados por Hussain et al. 2011 y Lee et al. 2011, ya que 46 de los 48 OTUS 
secuenciados no pudieron ser asignados taxonómicamente, a diferencia de los 
resultados de las investigaciones de estos autores que asignaron los OTUS obtenidos 
dentro de los filos Ascomycota, Basidiomycota y el antiguo filo Zigomycota, lo que pone 
de manifiesto la falta de información de la base de datos del Genbank para este grupo. 
Así mismo 14 de las secuencias generadas a pesar de ser diferentes tuvieron el mejor 
score con la misma secuencia del Genbank con numero de accesión JQ666615.1 (no 
publicada) y 10 secuencias se relacionaron con la secuencia con número de accesión 
JQ666672.1 (no publicada), en ambos casos con coberturas del 100% aún cuando el 
valor de similitud varió en un rango entre 91 a 95% (Tabla 5-11); lo cual fue un primer 
indicativo de que las secuencias presentaban cierto grado de divergencia; 
comportamiento que fue confirmado con un alineamiento múltiple con el programa 
clustalW y posteriormente caracterizado mediante análisis de neighbor-joining y de 
parsimonia.  Únicamente los dos OTUS de una misma banda de la finca seis; se 
pudieron asignar taxonómicamente como la especie cultivable Rhizoctonia zeae. 
 
Tabla 5-11:      Clasificación taxonómica OTUS hongos fincas segundo año 
 
Banda Clon Cobertura Similitud No. accesión * Tipo Clasificación 
1.1 1 72% 96% FJ475782.1 NC Hongo 
1.1 2 100% 92% JQ666615.1 NC Hongo 
1.2 1 100% 92% JQ666615.1 NC Hongo 
1.2 2 100% 93% JQ666615.1 NC Hongo 
1.3 1 100% 91% JQ666672.1 NC Hongo 
1.3 2 60% 100% HM030613.1 NC Hongo 
2.1 1 64% 99% HM030613.1 NC Hongo 
2.2 1 64% 94% HQ211523.1 NC Hongo 
2.3 1 66% 100% HM030613.1 NC Hongo 
2.3 2 59% 100% HM030613.1 NC Hongo 
3.1 1 100% 93% JQ666615.1 NC Hongo 
3.1 2 100% 93% JQ666615.1 NC Hongo 
3.2 1 100% 93% JQ666615.1 NC Hongo 
3.2 2 100% 93%  JQ666615.1 NC Hongo 
3.3 1 100% 94% EF521235.1 NC Hongo 
3.3 2 72% 96% FJ475782.1 NC Hongo 
3.3 3 68% 94% HQ211979.1 NC Hongo 
4.1 1 60% 100% EU825622.1 NC Hongo 
4.1 2 42% 83% JN396921.1 NC Hongo 
4.2 1 68% 96% HQ211979.1 NC Hongo 
4.3 1 100% 94% JQ666615.1 NC Hongo 
4.3 2 100% 76% HQ211513.1 NC Hongo 
4.3 3 100% 93% JQ666615.1 NC Hongo 
4.3 4 41% 95% JQ038360.1 NC Hongo 
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Tabla 5-11:      (Continuación) 
 
Banda Clon Cobertura Similitud No. Accesión * Tipo Clasificación 
4.4 1 100% 92% JQ666615.1 NC Hongo 
4.4 2 100% 94% JQ666615.1 NC Hongo 
5.1 1 68% 98% AM260816.1 NC Hongo 
5.2 1 100% 91% JQ666615.1 NC Hongo 
5.2 2 100% 93% JQ666615.1 NC Hongo 
6.1 1 94% 99% EU809418.1 C Rhizoctonia zeae 
6.1 2 94% 99% EU809418.1 C Rhizoctonia zeae 
7.1 1 100% 93% JQ666615.1 NC Hongo 
7.2 1 100% 94% JQ666672.1 NC Hongo 
7.2 2 69% 84% JQ081780.1 NC Hongo 
7.3 1 100% 94% JQ666672.1 NC Hongo 
7.4 1 100% 95% JQ666672.1 NC Hongo 
7.5 1 100% 95% JQ666672.1 NC Hongo 
7.5 2 100% 95% JQ666672.1 NC Hongo 
7.6 1 72% 96% EF521247.1 NC Hongo 
7.6 2 100% 95% JQ666672.1 NC Hongo 
7.7 1 72% 98% EF521247.1 NC Hongo 
7.7 2 100% 95% JQ666672.1 NC Hongo 
8.1 1 39% 94% JQ038360.1 NC Hongo 
8.2 1 89% 97% HQ211979.1 NC Hongo 
8.3 1 100% 94% JQ666672.1 NC Hongo 
8.3 2 100% 94% JQ666672.1 NC Hongo 
12.1 1 66% 100% HM030613.1 NC Hongo 
12.1 2 100% 82% JQ666642.1 NC Hongo 
 
NC (no cultivable), C (cultivable), * Indica el número de accesión de la secuencia del Genbank del 
NCBI que tuvo el mejor match con su respectiva secuencia listada en la tabla. 
 
5.5.4 Análisis filogenético de OTUS de bacterias y hongos 
rizosféricos de fincas arroceras. Los dendrogramas de neighbor-joining y 
árboles del análisis filogenético de los OTUS de bacterias y hongos se muestran en las 
Figuras 5-29 a 5-32. 
 
5.5.4.1 Análisis filogenético OTUS bacteria.  El árbol del análisis de parsimonia de 
bacterias asoció los filos y grupos de una manera más o menos consistente con la 
asignación taxonómica que se había realizado previamente con el BLAST, pero se 
colapsó para un buen número de secuencias (Figura 5-30).  El dendograma del análisis 
de neighbor-joining, presenta patrones de asociación similares al de parsimonia e 
igualmente no tiene una buena topología. 
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Figura 5-29:     Dendrograma análisis de neighbor-joining de bacterias 
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Figura 5-30:     Árbol del análisis de parsimonia de bacterias 
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Figura 5-31:     Dendrograma análisis de neighbor-joining de hongos 
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Figura 5-32:     Árbol del análisis de parsimonia de hongos 
 
 
Clado A 
Clado B 
 81 
 
En el árbol del análisis de parsimonia de la Figura 5-30 se indican algunos de los clados 
que corresponden a diferentes categorías taxonómicas desde filos hasta géneros 
diferentes, los cuales están constituidos por algunas secuencias del trabajo y secuencias 
control.  En orden consecutivo de arriba abajo se diferencian  el filo bacterioidetes, la 
clase alpha-proteobacterias,  y la clase delta-proteobacterias.  En seguida se define un 
clado que incluye secuencias de la familia Anaerolineaceae del filo Chloroflexi y a 
continuación el candidato a división TM7.  Más abajo y consecutivos se encuentran dos 
clados que definen los géneros Bacillus y Clostridium que constituyen el filo Firmicutes y 
a continuación el clado del género Nitrospira y un clado que agrupa otras secuencias de 
la clase δ-Proteobacteria. 
 
Finalmente, se señala en la parte posterior del árbol las secuencias del filo 
Verrucomicrobia, la secuencia MAAB 4.1.1 enmarcada en rojo que no pudo ser 
clasificada mediante BLAST, con las bases de datos del Genbank del NCBI y del RDP y 
la secuencia MAAB 15.4.1 también encerrada en rojo, que corresponde a la secuencia 
asignada como Eucariota. Esta agrupación muestra una tendencia de agrupación 
coherente, de acuerdo a la asignación realizada para cada secuencia con la base de 
datos RDP, aunque al mismo tiempo, el árbol del análisis de parsimonia no tiene una 
muy buena topología y está colapsado, pero esto es de esperarse teniendo en cuenta 
que el fragmento del gen ribosomal 16S, correspondiente a la región variable V3 del gen 
que se está analizando, es muy pequeño (menos de 200 pb) e incluye un amplio 
espectro de filos.  Además aunque se introdujeron algunos controles a nivel de género, 
también se incluyeron controles de bacterias no cultivables que están definidas 
solamente a nivel de familia, de clase e incluso de filo, puesto que fue imposible 
identificar para el 46% de las secuencias, a que género o incluso familia pertenecían.   
 
Las secuencias incluidas del trabajo de Lee et al., 2011, se agruparon correctamente 
dentro de los respectivos grupos taxonómicos, que ellos habían mediante BLAST y 
análisis filogenético definido para sus secuencias, lo cual valida dentro de este análisis 
los resultados de estos autores y confirma las diferencias con los resultados entregados 
por este trabajo. 
 
5.5.4.2 Análisis filogenético OTUS hongos. Los análisis de neighbor-joining y de 
parsimonia de hongos, separaron las secuencias en dos grandes grupos o clados y 20 
secuencias se agruparon sin un patrón bien diferenciado, por fuera de los dos grandes 
clados. En el primer clado (clado A) con un soporte del 100% se incluyeron las 24 
secuencias que se relacionaron con las secuencias (no publicadas) JQ666615.1 y 
JQ666672 del Genbank del NCBI, que se reportan como hongos no cultivables (Figura 5-
32). El segundo clado (clado B) agrupó cuatro de las secuencias obtenidas (MAAH 6.1.1, 
MAAH 6.1.2, MAAH 4.1.1 y MAAH 12.1.2), con las secuencias control que se identifican 
por su nombre científico y respectivo número de accesión y las secuencias de Lee et al., 
(2011), las cuales fueron seleccionados con el fin de abarcar todo el espectro de los 
grupos taxonómicos de los hongos conocidos, que incluye los filos Ascomycota, 
Basidiomycota y los subfilos Mortierellomycotina y Mucoromycotina. Las secuencias 
MAAH 6.1.1 y MAAH 6.1.2 se relacionaron mediante BLAST utilizando la base del 
Genbank del NCBI, con el hongo cultivable Rhizoctonia zeae y se agrupan con un 
bootstrap de 95, dentro del clado que agrupa al filo Basidiomycota, en el clado B que 
agrupa todas las secuencias control en el árbol del análisis de parsimonia.  La secuencia 
MAAH 4.1.1 se agrupa con un bootstrap de 88, con las secuencias de Pilobolus, es decir, 
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dentro del subfilo Mucoromycotina y la secuencia MAAH 12.1.2 con un bootstrap de 73, 
con el subfilo Mortierellomycotina. 
 
Las 20 secuencias restantes, se encuentran igualmente separadas del clado B que 
agrupa las secuencias control (Figura 5-32).  Sin embargo, es importante señalar que 
todas las secuencias con las que se relacionaron en el BLAST (algunas publicadas y 
otras no), se encuentran reportadas como secuencias de hongos no cultivables.  La 
secuencia con número de accesión AM260816.1 reportada por Artz et al., 2009 como un 
hongo no cultivable, asignada como la de mayor score para la secuencia MAAH 5.1.1 en 
el análisis de BLAST y que fue incluida en el análisis filogenético, se agrupó en el árbol 
del análisis de parsimonia igualmente por fuera del clado B que agrupa todas las 
secuencias control (Figura 5-32).  Si se incluyeran en el análisis filogenético las 
secuencias del Genbank que tuvieron el mejor score con las otras 19 secuencias de este 
grupo, es de esperar que estas secuencias también se agrupen junto con estas 19 
secuencias. Esto es para señalar que en el Genbank del NCBI, se ha ingresado un 
cuerpo de secuencias que se han identificado como hongos no cultivables, que no se 
relacionan con los grupos de hongos conocidos a la fecha.  Lo cual simplemente, pone 
en evidencia los enormes vacíos que existen todavía en la caracterización, identificación 
y clasificación de los hongos existentes en los diferentes ecosistemas terrestres, que las 
técnicas independientes de cultivo han venido en los últimos años poco a poco 
revelando. 
 
El resultado obtenido es un resultado inesperado y muy diferente a los resultados 
reportados por Lee et al., 2011 y Hussain et al., 2011, quienes pudieron clasificar los 
hongos de los OTUS secuenciados en su totalidad dentro de los grupos taxonómicos de 
los Basidiomycetos, Ascomycetos y el antiguo filo Zigomycetos. 
 
Es importante señalar que este resultado descarta errores de procedimiento, a nivel de la 
secuenciación y análisis de las secuencias.  En primer lugar, los electroferogramas y las 
secuencias fueron de muy buena calidad, puesto que la secuenciación se realizó a partir 
de producto PCR que había sido previamente clonado. Por otro lado las secuencias se 
verificaron y editaron antes de realizar los análisis filogenéticos, mediante un 
alineamiento múltiple en clustalW, lo que permitió corroborar que se encontraban en la 
dirección correcta y que el alineamiento era consistente, por cuanto las secuencias 
compartían secuencias altamente conservadas con las secuencias control.  Por otra 
parte, el alineamiento verificó la amplificación adecuada del marcador ITS1 e ITS2, pues 
en su topología, se observaron las regiones conservadas en los extremos y flanqueadas 
por los primers y la región conservada interna que corresponde al gen 5.8S, separadas 
por varios gaps de tamaño variable. 
 
Es sorprendente, sin embargo, que no se hubiera podido asignar ningún OTU del total de 
las 48 OTUS secuenciados, dentro del filo Ascomycota, y que solamente un OTU se 
identificara dentro del filo Basidiomycota.  Esto lleva a preguntar, si las secuencias que 
se obtuvieron que no pudieron ser clasificadas (92%), corresponden efectivamente a los 
OTUS rizosféricos predominantes en las fincas arroceras evaluadas o si por el contrario, 
son OTUS que se presentan en los suelos evaluados en baja frecuencia, y su 
predominancia obedece a sesgos introducidos a nivel de la amplificación del marcador 
filogenético seleccionado (región ITS1 e ITS2) o a nivel de la extracción de DNA.  
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En cuanto a la amplificación del marcador, es necesario señalar que, los primers EF4, 
ITS1 e ITS4 elegidos y utilizados para amplificar la región ITS1 e ITS2, fueron validados 
por Anderson et al., 2003, como primers adecuados para amplificar a partir de muestras 
ambientales de suelo, OTUS de hongos pertenecientes a los filos principales 
Ascomycota, Basidiomycota y taxones incluidos dentro del antiguo y redefinido filo 
Zigomycota. Aunque al mismo tiempo no se puede descartar la posibilidad de que los 
primers se hubieran comportado de forma diferente en las condiciones específicas en 
que se utilizaron.  Sobre todo si se piensa que durante la estandarización fue necesario 
cambiar condiciones del protocolo original de Anderson y colaboradores 2003, como la 
temperatura de anillado de los primers. 
 
Con respecto a la extracción de DNA, varios investigadores han reportado, el efecto del 
método de extracción de DNA sobre la estructura y composición de la comunidad 
microbiana en suelo (Lombard et al., 2011). Inceoglu y colaboradores, 2010; que 
evaluaron el efecto del método de extracción sobre la estructura y composición de la 
comunidad de actinobacterias, de tres suelos agrícolas diferentes, encontraron 
diferencias en los perfiles de bandas de DGGE relacionadas con la metodología de 
extracción. Aún cuando, en el análisis de clusters de las bandas del DGGE, estos autores 
encontraron que los clusters principales fueron determinados por el tipo de suelo, los 
clusters secundarios fueron definidos por el método de extracción, debido a que se 
encontraron bandas método-específicas, particularmente para uno de los métodos de 
extracción definidos como tradicionales (que no se basa en la extracción con kit).  Por 
otro lado, la secuenciación de dos librerías de clones, generadas para dos de los cuatro 
métodos de extracción diferentes, uno tradicional (basado en lisis enzimática) y otro con 
el kit Power soil de MoBio, constituidas por 50 y 73 OTUS respectivamente, reveló una 
composición taxonómica significativamente diferente en cada librería. 
 
Adicionalmente Inceoglu et al., 2011, encontraron que las diferencias entre los métodos 
de extracción, fueron dependientes del tipo de suelo.  Es decir que suelos diferentes 
pueden responder de forma diferente a una misma metodología de extracción. Este 
fenómeno también es reportado por Feinstein y colaboradores 2009, quienes evaluaron 
los sesgos introducidos por un método de extracción de DNA de suelo comúnmente 
usado, variando el protocolo de lisis celular y realizando múltiples extracciones en 
submuestras de suelos arcillosos, arenosos y orgánicos. Estos investigadores 
encontraron cambios en la composición de las comunidades bacterianas, debida a 
sesgos introducidos por la extracción de DNA, mientras que este efecto, no se evidenció 
en la misma medida y de igual forma para las comunidades de hongos. La 
pirosecuenciación mostró también que los sesgos de la extracción de DNA, modifican las 
abundancias relativas de algunos filos de bacterias, como por ejemplo Verrucomicrobia.  
El fenómeno descrito por Feinstein et al., 2001 es interesante porque podría explicar las 
diferencias encontradas en las abundancias relativas de algunos filos de bacterias, entre 
las fincas del Meta y del Tolima. Teniendo en cuenta que características fisicoquímicas 
específicas y contrastantes entre las regiones, pudieron tener un efecto en la eficiencia 
de la lisis e inducir una recuperación de DNA preferencial, generando sesgos en la 
extracción del DNA a nivel de las zonas (Tolima y Meta). 
 
Aunque no puede desconocerse el efecto del método de extracción sobre la composición 
y estructura de la comunidad microbiana estudiada en los suelos bajo estudio, en este 
trabajo el método de extracción utilizado no fue un método original o novedoso, que 
permita explicar las grandes diferencias encontradas en la filiación taxonómica de los 
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OTUS de hongos, con respecto a otros trabajos que han determinado la composición 
taxonómica de comunidades de hongos en suelo, en los que habitualmente se reportan 
especies o taxones de hongos pertenecientes a los filos Ascomycota y Basidiomycota. 
Puesto que para la extracción del DNA de la matriz del suelo, se utilizó el kit de 
extracción Power Soil de MoBio, que es un método ampliamente utilizado, y que 
solamente presentó una modificación menor, la agitación mecánica por inversión cada 
cinco minutos de los tubos “PowerBead” que contenían la mezcla del suelo, el agente 
iónico SDS y otros disruptores de la membrana contenidos en la solución C1, durante el 
primer paso de la extracción y que solamente pretendía optimizar la lisis celular. Merece 
mencionar que la extracción de DNA realizada por Lee et al., 2011, en el desarrollo de su 
investigación, también fue llevada a cabo con un kit comercial, el UltracleanTM de la 
misma casa comercial, siguiendo el protocolo de extracción previamente definido por sus 
fabricantes, sin hacer modificaciones.   
 
Martin-Laurent y colaboradores 2011, quienes encontraron diferencias en perfiles RISA, 
generados a partir de diferentes métodos de extracción de DNA, sugieren que se puede 
dar una captura o amplificación de DNA de forma preferencial, de acuerdo al método de 
extracción. Argumentando que las impurezas del suelo, dentro de las que se incluyen 
ácidos húmicos y distintos minerales que no pueden eliminarse con la extracción, pueden 
tener un efecto y generar sesgos a nivel de la amplificación del DNA, porque pueden 
afectar la actividad de la taq polimerasa. Baar et al., 2011, sugieren que las impurezas y 
contaminantes remanentes provenientes de muestras ambientales, que pueden actuar 
como inhibidores de la PCR, inhiben la PCR de múltiples maneras y uno de ellas es 
mediante el secuestro de reactivos de la PCR, lo que promueve malos apareamientos 
que introducen errores, durante los primeros ciclos de la PCR. 
 
Cuando se comparan las distancias a nivel global, en el dendograma del análisis de 
neighbor-joining (Figura 5-31), puede observarse que las distancias de las 24 secuencias 
que se agrupan en el clado A, del análisis de parsimonia, son muy pequeñas, con 
respecto a las distancias que se observan entre las secuencias control, a excepción de 
las dos secuencias de la especie Saccharomyces cerevisiae que se encuentran a la 
misma distancia, como es de esperarse. La comparación detallada de cada una de las 24 
secuencias con el programa clustalW, centrada en contabilizar y localizar las diferencias 
de estas secuencias, permitió ver la poca variabilidad en las secuencias incluidas dentro 
del clado 1 definido en la Figura 5-33. Las secuencias MAAH 7.7.2, MAAH 7.5.2 y MAAH 
7.5.1, difieren en únicamente un nucleótido en posiciones diferentes a lo largo de toda la 
secuencia, tanto en posiciones variables como conservadas, mientras que la secuencia 
MAAH 7.6.2, presenta tres sustituciones y la secuencia MAAH 8.3.1, tres sustituciones y 
la inserción de un nucleótido, con relación a las ocho secuencias restantes. Las otras 
secuencias no presentan más de cuatro modificaciones a nivel de la secuencia a 
excepción de la secuencia 7.2.1 que acumula seis cambios en su secuencia, con relación 
a las otras ocho. ¿Qué representa ese grado de variabilidad mínimo?, porque ese 
conjunto de secuencias, fueron resueltas como bandas diferentes en el gel de DGGE?. 
Las primeras cinco secuencias del clado 2 y las primeras cuatro del clado 3 indicados en 
la Figura 5-33, muestran igualmente la poca variabilidad que se describe para las 
secuencias del clado 1, es decir que no hay más que algunos nucleótidos de diferencia 
entre si.   
 
Esta poca variabilidad entre las 24 secuencias del clado A del árbol del análisis de 
parsimonia lleva a reconsiderar la alta riqueza de hongos que se reportó previamente 
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para las fincas arroceras del Tolima y Meta.  Teniendo en cuenta que todo indica que 
estas secuencias corresponden a la misma especie (Figura 5.33), lo que por otro lado 
demuestra que cada OTU no representa necesariamente una especie diferente. Pero al 
mismo tiempo, es necesario resaltar que solamente se secuenció una fracción 
correspondiente a 27 bandas del total de bandas identificadas sobre los geles de DGGE 
de hongos y que las bandas secuenciadas representan básicamente las fincas del 
Tolima, con excepción de una banda que fue secuenciada de la finca 12 del Meta. 
 
La agrupación de secuencias dentro del clado A que agrupa las 24 secuencias, muestra 
una tendencia de agrupación que se relaciona con las fincas de origen de los OTUS, aún 
cuando incluye secuencias de fincas diferentes. En el primer clado (en rojo), con un 
bootstrap de 99, se encuentran OTUS de las fincas 7 y 8, en el segundo (en azul), con  
un bootstrap de 99, OTUS de las fincas 3 y 4 y un OTU de la finca 7 y en el tercer clado 
(verde) con bootstrap 100, OTUS de las fincas 1, 3 y 5 (Figura 5-33). 
 
Figura 5-33:     Dendrograma clado 1 de 24 OTUS 
 
 
El análisis detallado de las diferencias en la secuencia, de las 24 secuencias del clado A, 
con el alineamiento múltiple con clustalW (Figura 5-34), muestra algunos nucleótidos que 
difieren entre secuencias en forma de bloques (señalados en cuadros rojos). Este patrón 
se continua presentando y extendiendo a lo largo de toda la secuencia analizada de más 
o menos 600 pb. También revela un gap pequeño (enmarcado en negro) de 20 pb y otros 
gaps todavía más pequeños y de tamaño variable que se encuentran a lo largo de la 
secuencia. Las diferencias de algunos nucleótidos en bloques, que corresponden a 
secuencias provenientes de fincas diferentes y los gap están mostrando que las 
diferencias en las secuencias no se deben a errores de amplificación, sino a cambios 
generados in situ, en el suelo, a través de mutaciones e inserciones y/o delecciones que 
han ocurrido en individuos concretos y que se han ido fijando dentro del genoma de la 
población de organismos que están revelando esas secuencias. El hecho de que el 50% 
de las secuencias obtenidas representen posiblemente la misma especie, si se descartan 
sesgos a nivel de la extracción del DNA o amplificación del marcador ITS, puede estar 
sugiriendo que esta población se encuentra en una alta abundancia en el suelo 
rizosférico de cultivos de arroz comercial del Tolima. 
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Figura 5-34:     Fragmento del alineamiento múltiple del grupo de 24 secuencias 
 
 
Resumiendo, es difícil definir e identificar exactamente, a partir del análisis de los 
resultados obtenidos, cual es el o los fenómenos que explican estos resultados y el grado 
de fidelidad que están mostrando de la configuración de la estructura microbiológica de 
los ecosistemas evaluados.  Esto debido a que es este exactamente el punto o grado de 
incertidumbre en el cual se encuentra el estado del arte y las técnicas que buscan cada 
vez más una mejor aproximación para evaluar la diversidad y composición microbiológica 
en suelo. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
6. Conclusiones y recomendaciones 
6.1 Conclusiones 
 
Este trabajo entrega un diagnóstico inicial general y global de las comunidades de 
bacterias y hongos rizosféricos asociadas a 16 unidades productoras de arroz, 
pertenecientes a cuatro regiones tradicionalmente arroceras de importancia para el país, 
y aporta las siguientes conclusiones: 
 
1. La estructura de la comunidad de bacterias de la rizósfera de cultivos de arroz 
comercial de las zonas de estudio están determinadas principalmente por las condiciones 
físico-químicas del suelo. 
 
2. El sistema de siembra es el segundo factor determinante de la estructura de la 
comunidad de bacterias de la rizósfera de cultivos de arroz comercial en las zonas 
evaluadas. 
 
3. La estructura de la comunidad de hongos está determina en menor medida por el tipo 
de suelo y los parámetros físico-químicos. 
 
4. Con las técnicas utilizadas se presentó la coexistencia de dos o más OTUS por banda 
para el 83% de las bandas secuenciadas de bacterias para las que se obtuvieron dos 
clones y para el 78% de las bandas secuenciadas con dos o más clones de hongos, aun 
cuando el gradiente de denaturación del DGGE usado para separar los OTUS fue 
estrecho tanto en los análisis de bacterias como hongos. Esto pone en evidencia, que si 
bien la técnica permite determinar la estructura de la comunidad microbiana asociada a 
un nicho determinado a partir de la diferenciación de los diferentes perfiles de bandas 
(OTUS) del marcador molecular empleado, dichas bandas no representan OTUS únicos, 
lo que debe considerarse una limitación de la técnica. 
 
5.  Las poblaciones de bacterias y hongos rizosféricas identificadas con las técnicas 
utilizadas corresponden a especies no cultivables en un 90% para bacterias y un 96% 
para hongos, lo que muestra el gran desconocimiento que aun se posee de la microbiota 
edáfica particularmente de nuestros suelos. 
 
6.  Con la técnica utilizada, los OTUS de hongos obtenidos y secuenciados, 
corresponden en un 92% a secuencias, que no se relacionan con los grupos de hongos 
conocidos definidos a la fecha. 
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6.2  Recomendaciones 
 
A la luz de los resultados de este trabajo se recomienda evaluar los cambios en la 
estructura y diversidad de bacterias y hongos funcionales, mediante la selección de 
diferentes marcadores moleculares y diseño experimentales que permitan responder 
preguntas puntuales con relación a estrategias de manejo asociadas a planes de 
fertilización o aplicación de pesticidas y herbicidas, entre otros.  De esta manera se podrá 
obtener información más concluyente, que permitirá relacionar las comunidades de 
bacterias y hongos con la función ecológica y variables específicas de manejo agrícola, 
en cultivos de arroz comercial. 
 
Se recomienda evaluar nuevamente con otros marcadores filogenéticos, las poblaciones 
predominantes de hongos rizósfericos de las fincas inundadas del Tolima, con el fin de 
confirmar si las poblaciones de hongos halladas con las técnicas utilizadas en este 
trabajo, son verdaderamente predominantes en los cultivos de arroz comercial 
evaluados.  
 
Por otro lado se propone capturar el hongo identificado en mayor abundancia que fue 
revelado por el pool de las 24 secuencias poco divergentes obtenidas.  Teniendo en 
cuenta que el hongo puede ser cultivable o no, se puede intentar su detección mediante 
hibridización del DNA de hongos cultivados, con sondas que correspondan al fragmento 
ITS consenso de las 24 secuencias o por captura de fragmentos genómicos grandes con 
esa secuencia ITS mediante hibridación substractiva de fragmentos grandes o mediante 
el clonaje y uso de técnicas de secuenciación de nueva generación. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
A. Anexo: Protocolo para 
preparación de soluciones de DGGE 
Porcentaje acrilamida:bisacrilamida gel DGGE 
  
Como primera medida se debe determinar el porcentaje del gel de 
acrilamida:bisacrilamida al 40% (p/v) 37:5:1, que se utilizará en los ensayos de DGGE, 
de acuerdo al rango de longitud de los fragmentos de DNA que serán analizados con la 
técnica, como se relaciona a continuación: 
 
Porcentaje del gel (%) Rango de longitudes 
6 300-1000 
8 200-400 
10 100-300 
 
Solución acrilamida:bisacrilamida al 40% (p/v) 37.5:1 
 
Para preparar 100 ml de solución deben adicionarse las cantidades de reactivo que se 
describen a continuación: 
 
Reactivo Cantidad 
Acrilamida 38,93 g 
Bisacrilamida 1,07 g 
 
 
Debido a la alta toxicidad de la acrilamida y bisacrilamida, esta solución debe prepararse 
en cámara de extracción de vapores, utilizando guantes de nitrilo, mascarilla y gafas de 
protección.  Posteriormente debe adicionarse agua desionizada hasta completar volumen 
y una vez se ha disuelto completamente la acrilamida, la solución debe filtrarse por 
membrana de 0,45 μm y almacenarse en frasco ámbar a 4ºC.  
 
Solución 0% denaturante 
 
Para preparar 100 ml de solución 0% denaturante deben agregarse las cantidades de 
reactivo siguientes: 
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Reactivo 
Cantidad 
Gel 6% Gel 8% 
Acrilamida:bisacrilamida 37.5:1 (40%) 15 ml 20 ml 
Buffer TAE 50X 2 ml 2 ml 
Agua Milli-Q 83 ml 78 ml 
 
Una vez preparada la solución debe filtrarse por membrana de 0,45 μm y almacenarse 
en frasco ámbar a 4ºC. 
 
Solución 100% denaturante 
 
La solución 100% se prepara mezclando los reactivos en las cantidades que se refieren a 
continuación: 
 
Reactivo 
Cantidad 
Gel 6% Gel 8% 
Acrilamida:bisacrilamida 37.5:1 al 40% 15 ml 20 ml 
Buffer TAE 50X 2 ml 2 ml 
Formamida* 40 ml 40 ml 
Urea 42 g 42 g 
Agua 10 ml 5 ml 
 
Esta solución debe dejarse en agitación hasta lograr la disolución completa de la urea y a 
continuación filtrarse por membrana de 0,45 μm y almacenarse en frasco ámbar a 4ºC.  
 
Preparación de soluciones de acrilamida:bisacrilamida con 
gradiente denaturante al 60%, 45%, 40%, 25% y 0% o plug, para 
un gel en sándwich de 16 x 16 x 1 mm 
 
Las soluciones de acrilamida:bisacrilamida con diferente porcentaje de denaturación se 
obtienen al combinar las soluciones 0% denaturante y 100% denaturante en las 
proporciones que se indican a continuación:   
 
Reactivo 
Solución 
60% 45% 40% 25% 0% 
Solución 0% denaturante  4.8 ml 6.6 ml 7.2 ml 9.0 ml 5 ml 
Solución 100% denaturante  7.2 ml 5.4 ml 4.8 ml 3.0 ml - 
TEMED  12 μl 12 μl 12 ul 12 μl 12 μl 
Persulfato de amonio 10%  50 μl 50 μl 50 μl 50 μl 40 μl 
 
El TEMED y el persulfato de amonio se utilizan en la polimerización de los geles, por lo 
que estas soluciones deben prepararse únicamente en el momento de realizar los geles. 
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Buffer TAE 50X 
 
Se prepara mezclando los reactivos en las cantidades que se refieren a continuación: 
 
Reactivo Cantidad Concentración final 
Base Tris 242 g 2 M 
Acido acético glacial 57,1 ml 1 M 
EDTA 0,5M(pH 8.0) 100 ml 50 Mm 
 
Persulfato de amonio al 10% p/v 
 
Se prepara mezclando los reactivos en las cantidades que se refieren a continuación: 
 
Reactivo Cantidad 
Persulfato de amonio 0.1 g 
Agua 1.0 ml 
 
Buffer de carga 2x 
 
Se prepara mezclando los reactivos en las cantidades que se refieren a continuación: 
 
Reactivo Cantidad Concentración final 
Azul de bromofenol 2% 0.25 ml 0.05% 
Xilen-cianol 2% 0.25 ml 0.05% 
Glicerol 100% 7.00 ml 70% 
Agua 2.50 ml  
 
 
 
 
 
 
 
  
 
B. Anexo: Protocolo de preparación 
de soluciones y medios para 
screening de transformantes y 
recombinantes 
El protocolo de preparación de soluciones y medios utilizados en el screening de 
bacterias transformantes y recombinantes se relaciona a continuación: 
 
Solución stock de IPTG (0.1 M) 
 
Pesar 1.2 g de IPTG, adicionar 50 ml de agua Milli-Q, esterilizar por filtración y guardar a 
4ºC. 
 
X-Gal (2 ml) 
 
Disolver 100 mg de 5-bromo-4-choro-3-indolil-β-D-galactosido (X-Gal) en 2 ml de N,N’-
dimetilformamida.  Cubrir con aluminio y almacenar a -20ºC. 
 
Medio LB (un litro) 
 
Pesar 10 gr de Tryptona, 10 gr de NaCl y 5 gr de extracto de levadura y disolver en agua 
destilada hasta completar volumen.  Ajustar el pH a 7.0 con NaOH y autoclavar. 
 
Stock de ampicilina (50 mg/ml) 
 
Disolver 50 mg de ampicilina en un mililitro de agua Milli-Q, esterilizar por filtración y 
almacenar a -20ºC. 
 
Platos Agar-LB-Ampicilina 
 
Adicionar 15 g de agar a un litro de medio LB, autoclavar, esperar que el medio alcance 
una temperatura de 50ºC y adicionar la ampicilina a una concentración final de 100 μg/ml 
(200 μl de ampicilina 50mg/ml en 100 ml de Agar-LB). Servir aproximadamente 15 ml de 
agar-LB-Ampicilina en cajas de petri y almacenar a 4ºC durante máximo un mes. 
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Platos Agar-LB-Ampicilina-IPTG-X-Gal 
 
Adicionar superficialmente y esparcir con asa de drigalsky 50 μl de IPTG (0.1 M) y 10 μl 
de solución X-Gal, en platos Agar-LB-Ampicilina, y dejar incubando a 37ºC por 30 
minutos para permitir la absorción de los compuestos antes de su uso. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
C. Anexo: Fórmulas de índices de 
similitud y diversidad 
Índice de Jaccard (IJ).  Es un índice de similitud entre 0 y 1, que compara la 
semejanza entre muestras, teniendo en cuenta solamente la presencia y ausencia de 
especies y no sus abundancias.  Se calculo de acuerdo a la siguiente fórmula: 
 
IJ = c / (a + b + c) 
 
Donde: 
 
c: Número de especies en ambas muestras 
a: Número de especies únicas en la muestra 1 
b: Número de especies únicas en la muestra 2 
 
Índice de dominancia de Simson (D).  Es un índice de diversidad que 
manifiesta la probabilidad de que dos individuos tomados al azar de una muestra sean de 
la misma especie.  Se calcula mediante la siguiente fórmula: 
 
 D = Ʃpi2 
 
Donde: 
 
Pi es la abundancia proporcional de la especie i, es decir el número de individuos de la 
especie i dividido entre el número total de individuos de la muestra. 
 
Índice de Shannon-Wiener (H’).  Es un índice de diversidad que mide el grado 
de incertidumbre de predecir a qué especie pertenecerá un individuo escogido al azar de 
una colección. Se calcula por la siguiente fórmula:  
 
H’ = Ʃpi Inpi 
 
Donde: 
 
Pi es la abundancia proporcional de la especie i, es decir, el número de individuos de la 
especie i dividido entre el número total de individuos de la muestra. 
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Índice de equitatividad de Pieloj (J’). Se calcula mediante la siguiente 
fórmula: 
J’ = H’/log2S 
 
Donde: 
 
S es el número máximo de especies o riqueza en la muestra. 
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